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ABC    ATP binding cassette 
Acd    Accelerated cell death  
ATP    Adenosine 5‐trisphosphate 
BCRP    Breast cancer resistance protein 
BSA    Bovine serum albumin       
CAB    Chl a/b binding protein 
CAO    Chlorophyllide a oxygenase 
Chl    Chlorophyll 
Chlide    Chlorophyllide 
Cl    Chlorophyll retainer 
CLH/Chlase  Chlorophyllase 
DMSO    Dimethylsulfoxide 
EDTA    Ethylenediaminetetraacetic acid 
EMS    Ethyl methane sulfonate 
EST    Expressed sequence tag 
ETR    Ethylene‐resistant 
FCC    Fluorescent chlorophyll catabolite 
Fd    Ferredoxin 
Gf    Green flesh 
GFP    Green fluorescence protein 
HEPES    2‐(4‐(2‐Hydroxyethyl)‐1‐piperazinyl)‐ethansulfonsäure 
HMChl    Hydroxymethyl chlorophyll 
HPLC    High pressure liquid chromatography 
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IBA    Indole‐3‐butyric acid 
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Kb    Kilo base 
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Lls    Lethal leaf spot  
LSU    Large subunit of Rubisco 
MBP    Maltose binding protein 
MCS    Metal chelating substance 
MDR    Multi‐drug resistance 
MES    2‐(N‐Morpholino)ethansulfonsäure 
MeJA    Methyl jasmonate 
Mg    Magnesium 
MOPS    3‐(N‐morpholino)propanesulfonic acid 
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Abstract 
I Abstract 
Chlorophyll  (chl)  breakdown  occurs  during  leaf  senescence  and  fruit  ripening  processes.  Thereby, 
green chl  is converted  in a multistep pathway to  linear colourless and nonfluorescent tetrapyrroles, 
NCCs that accumulate in the vacuole. Green pigment catabolism enables the remobilization of fixed 
nitrogen  from photosystem proteins. Dephytylation,  an early  and  important  step  in  this pathway, 
increases water solubility of further chl catabolites. The first objective of this work was a re‐examina‐
tion of chlorophyllase (CLH) identity since these enzymes were believed to catalyze phytol hydrolysis 
during  leaf senescence. We concluded  that CLHs are not essential  for dephytylation  in Arabidopsis 
thaliana. This conclusion led to the major goal of my work, the identification of pheophytinase (PPH), 
which  catalyzes phytol hydrolysis  in vivo.  Interestingly, PPH displayed high  specificity  towards Mg‐
free chl pigment (pheophytin) and deficiency of PPH  in an Arabidopsis mutant caused  indefinite re‐
tention of  greenness.  In  summary,  these  investigations proof  that pheophytinase  and not  chloro‐
phyllase plays an  important  role  in chl breakdown during  leaf  senescence and  thus, we propose a 
new order of early chl catabolic reactions.  
In addition, I studied the role of PPH in other instances of chl metabolism such as during fruit ripen‐
ing of tomato. With this project  I tried to elucidate whether chl catabolism  in  leaves and  fruits fol‐
lows the same route. Although little  is known about the fate of chl during fruit ripening, work done 
on citrus, tomato and pepper fruit degreening  indicate the same pathway to be active. Thus, NCCs, 
identified  in  ripe apples and pears were shown  to be  identical  to  those  in senescent  leaves of  the 
fruit trees. Primary results of my work indicate that PPH is involved in the loss of chl during fruit rip‐
ening of tomato. 
In addition, I attempted to elucidate whether the  individual protein components of early chl break‐
down function together in a multi‐protein complex and how this complex is assembled and located in 
vivo.  It  is known that complexes facilitate substrate trafficking between different enzymes, thereby 
reducing  the  possibility  that  potentially  dangerous  intermediates will  accumulate.  In  summary,  I 
identified a multi‐protein complex which is formed exclusively during senescence and acts at sites of 
dismantled thylakoid structures.  
During my PhD thesis, I worked on several aspects of chl breakdown, i.e. phytol hydrolysis in leaves 
and  fruits,  and  protein  complex  formation  for  breakdown  intermediate  channelling  at  early  chl 
breakdown. The results of this work considerably improved our understanding of the chl degradation 
process. However, elucidation of the  identity of the Mg‐removing activity and of the role of SGR, a 
protein of  the multi‐enzyme  complex with unknown  function,  represents other areas where addi‐
tional research is required for a further dissection of this pathway.  
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1.1 Zusammenfassung 
Chlorophyll wird  hauptsächlich während  der  Blattseneszenz  und  der  Fruchtreife  abgebaut.  Dabei 
wird das grüne Chlorophyll  in mehreren Schritten zu farblosem, nicht fluoreszierendem Tetrapyrrol 
abgebaut, welches in der Vakuole akkumuliert. Der Abbau des grünen Pigments ermöglicht die Rück‐
gewinnung von gebundenem Stickstoff aus dem Photosystem. Die Hydrolyse von Phytol ist ein früher 
und wichtiger Schritt  im Chlorophyll Abbau, welcher die Wasserlöslichkeit von Folgekataboliten er‐
höht. Die  erste  Zielsetzung  dieser  Arbeit war  die Überprüfung  der  Phytol Hydrolyse  Aktivität  der 
Chlorophyllasen während der Blattseneszenz. Unsere Resultate zeigen, dass Chlorophyllasen im Chlo‐
rophyll Abbau während der Blattseneszenz nicht beteiligt sind und dieser Abbauschritt  im  lebenden 
Organismus von einer anderen, noch unbekannten Esterase vollzogen wird. Diese Erkenntnis führte 
zum Hauptziel meiner Arbeit, der Identifizierung der Pheophytinase, welche die Phytol Hydrolyse  in 
der Blattseneszenz katalysiert.  Interessanterweise  zeigt die Pheophytinase eine hohe Spezifität ge‐
genüber dem Magnesium‐freien Chlorophyll Pigment, Pheophytin. Diese Erforschung beweist, dass 
die Pheophytinase und nicht die Chlorophyllase eine wichtige Rolle  im Chlorophyll Abbau während 
der Blattseneszenz darstellt.  
In einem weiteren Schritt untersuchte  ich die Rolle der Pheophytinase während der Fruchtreife von 
Tomaten, um aufzuklären ob Chlorophyll  im Blatt wie auch  in der Frucht mit dem gleichen Mecha‐
nismus abgebaut wird. Obwohl wenig über den Chlorophyll Abbau während der Fruchtreife bekannt 
ist, wurden an Zitrone, Tomate und Paprika einige Arbeiten durchgeführt, sowie die finalen Abbau‐
produkte des Chlorophylls  in reifen Äpfeln und Birnen  identifiziert. Diese Endprodukte waren  iden‐
tisch mit  jenen  in den alternden Blättern dieser Bäume. Erste Resultate meiner Arbeit bestätigen, 
dass die Pheophytinase im Chlorophyll Abbau während der Fruchtreife involviert ist. 
In einem weiteren Projekt versuchte ich zu eruieren ob individuelle Enzyme des Chlorophyll Abbaus, 
zusammen  in einem Multi‐Protein Komplex agieren, welche Enzyme beteiligt  sind und  in welchem 
Kompartiment der Zelle dieser mögliche Komplex im lebenden Organismus vorkommt. Ich konnte ein 
Multi‐Protein  Komplex  identifizieren, welcher  ausschliesslich während  der  Blattseneszenz  gebildet 
wird. 
Während meiner Dissertation interessierten mich verschiedene Aspekte des Chlorophyll Abbaus; vor 
allem die Phytol Hydrolyse  in Blatt und Frucht, sowie die Bildung eines Chlorophyll Abbau‐Komple‐
xes. Dennoch stellen die  Identifizierung der Mg‐lösenden Aktivität und die Aufklärung der Funktion 
des `Stay‐Green` Proteins weitere Gebiete dar,  in denen Forschung nötig  ist um diesen Abbau Weg 
weiter zu analysieren. 
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II Introduction 
Chlorophyll (chl)  is one of the most abundant and complex pigments on earth demonstrating a key 
element of photosynthesis in living organisms. It is required for the absorption of sunlight in photo‐
synthetic antenna systems, and for charge separation and electron transport within reaction centres. 
After a productive photosynthetic period, leaf cells enter the last stage of their development: senes‐
cence. Loss of green colour is the visual manifestation of leaf senescence and is probably one of the 
most  remarkable developmental phenomena observed  in nature. Bright autumn  colours occurring 
during autumnal senescence of deciduous trees are due to excessive chl degradation, unmasking pre‐
existing  carotenoids  and  de  novo  synthesized  anthocyanins  (Ougham  et  al.  2005). A  total  annual 
turnover of chl is estimated to involve more than one billion tons (Hendry et al. 1987). Along senes‐
cence, an early and  significant  change  in cell  structure  is  the breakdown of  chloroplasts. They are 
converted  to  gerontoplasts,  loose  volume  and  density,  accumulate  plastoglobules  and  slowly  de‐
crease photosynthetic capacity. Consequently breakdown and remobilization processes are initiated. 
But, chl is a dangerous molecule and a potential cell phototoxin. As long as chl is associated with pho‐
tosystem protein complexes, it is powerful and harmless. In contrast, free chl and its derivatives keep 
the capacity to absorb  light energy resulting  in the excessive production of reactive oxygen species 
(ROS). ROS  in  turn provokes cell death. Therefore, chl degradation can be seen as a highly coordi‐
nated  detoxification  process  enabling  the  remobilization  of  fixed  nitrogen  from  the  photosystem 
protein complexes. Considering that a remarkable amount of 20% of cellular nitrogen is fixed to pho‐
tosystem protein complexes whereas only 2% is contributed by chl (Hörtensteiner, 2006).   
Until the beginning of the nineties, chl catabolism was designated as a biological enigma. A biochemi‐
cal pathway for the degradation of chl was hardly documented. The stepwise elucidation of the chl 
breakdown pathway has its origin in 1991 when the structure of a final product of chl breakdown, a 
nonfluorescent  chl  catabolite  (NCC)  was  first  identified  (Kräutler  et  al.,  1991).  Subsequent 
characterization of mutants being impaired in different steps of the pathway significantly contributed 
to the description of the degradation process. These mutant studies enabled the cloning of four en‐
zymes involved such as pheophorbide a oxygenase (PAO), red chl catabolite reductase (RCCR),  chl b 
reductase (NYC1/NOL) and just recently pheophytin pheophorbide hydrolase (PPH) (Wüthrich et al., 
2000; Pružinská et al., 2003; Kusaba et al., 2007; Schelbert et al., 2009). The pathway became more 
and more detailed since reactions could be predicted and characterized and intermediates of break‐
down identified. Figure 1 displays the actual knowledge of the chl breakdown pathway. Green chl is 
converted  in a multistep pathway to  linear colourless and nonfluorescent tetrapyrroles, NCCs. Early 
reactions take place within the chloroplast whereas the final breakdown products, NCCs, are indefi‐
nitely stored in the vacuole. The initial step of removing chl from the antenna and core complexes of 
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the photosystems remains unclear. In algae and higher plants the involvement of chl binding proteins 
and proteases  in photosystem degradation are discussed. More recently, stay‐green proteins  (SGR) 
are believed to function in dismantling of photosynthetic chl‐ apoprotein complexes (Hörtensteiner, 
2009) although the mechanism of SGR function remains unknown.  
However, Chl b to a conversion  is considered as an early; probably the first step of chl degradation 
(Hörtensteiner, 2006) followed by two consecutive steps removing phytol and Mg by chlorophyllase 
and a metal chelating substance (MCS). The role of chlorophyllase has recently been questioned and 
my own investigations proposed PPH catalyzing phytol hydrolysis during leaf sensescence (Schelbert 
et al., 2009; Schenk et al., 2007). Obtained pheophorbide  (pheide) a  is  further converted  to a col‐
ourless, blue‐fluorescing  intermediate, pFCC,  in  a  two‐step  reaction by  PAO  and RCCR. pFCCs  are 
directly or after further modifications exported from the plastid  (Matile et al., 1992). Further steps 
are  reminiscent of detoxification processes widely occurring  in plants  (Kreuz  et  al.,  1996). Hence, 
pFCCs are activated by hydroxylation and after several modifications (R1‐R3 in Figure 2) imported into 
the vacuole by a primary active  transport system  (Hinder et al., 1996; Frelet‐Barrand et al., 2008). 
Due  to  the acidic vacuolar pH, modified FCCs are  tought  to be  tautomerized non‐enzymatically  to 
their respective NCC isomers (Oberhuber et al., 2003; Hörtensteiner, 2006).  
My work attempted  to advance  the knowledge on  several aspects of  the chl breakdown pathway. 
Namely,  (i)  Clarifying  the  long‐proposed  and  established  in  vivo  function  of  chlorophyllase  (CLH) 
which  led  to  identifying  the esterase responsible  for porphyrin‐phytol hydrolysis, PPH;  (ii) Studying 
the role of PPH in other instances of chl metabolism such as during fruit ripening of tomato; (iii) In‐
vestigating a possible degradation complex  consisting of  several chl catabolic enzymes, exclusively 
formed during senescence. 
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Figure 1 Schematic model of the chlorophyll degradation pathway in higher plants. The model integrates 
findings of this thesis. Involved steps are labeled by numbers and putative reactions are indicated with ques‐
tion marks. Thickness of arrows within the pathway reflects relative activities of respective enzymes. Therefore, 
CLHs only marginally contribute to chl breakdown, while the bulk of chl seems to be catabolized via pheophytin 
a by PPH (Schelbert et al. 2009). 
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Figure 2 Chemical structures of chl and chl catabolites. Pyrrole rings (A‐D), methine bridges (α‐δ), and relevant 
carbon atoms are  labeled  in chl  (top  left). R0= CH3, chl a; R0= CHO, chl b. R1‐R3  in NCCs  indicate modification 
sites. 
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2.1 Chlorophyll breakdown pathway 
2.1.1 Removal of chlorophyll embedded in the photosystem 
Whether chl‐binding proteins are destabilized by proteases first and thereby allow chl release from 
the  complexes or whether  chl b  reduction  initiates  complex destabilization  is not  clear.  Light har‐
vesting complex (LHC) II apoproteins are synthesized in chl b‐less mutants, but undergo fast turnover 
(Harrison et al., 1993). Further, proteolytic cleavage does not  initiate LHCII degradation  in the stay‐
green (Bf993) genotype of Festuca (Thomas and Howarth, 2000). Early chl breakdown mutants defi‐
cient in chl b reductase (nyc1/nol) or pheophytinase (pph‐1) as well as stay‐green mutants (sgr) from 
different plant species display a clear retention of subunits of photosystem protein complexes (Park 
et al., 2007, Sato et al., 2009, Schelbert et al., 2009). The  lack of chl‐photosystem complex disman‐
tling  in  these mutants  indicates an  interplay between proteolytic and chl catabolic activities during 
senescence. Thereby, the chl b to a conversion is suggested to be a prerequisite for the degradation 
of chl‐associated proteins (Kusaba et al., 2007).  
2.1.2 Chl b reductase 
All but one of the NCCs isolated so far was shown to derive from chl a (Hörtensteiner, 2006; Müller 
et al., 2006). Therefore, it can be argued that chl is degraded only after the conversion of chl b to a. 
This is reasonable since PAO is highly specific to pheide a, with pheide b being a competitive inhibitor 
(Hörtensteiner et al., 1995). Chl b is a component of the antenna complexes (LHCs) manly of photo‐
system II. Removal of chl b from the LHCs leads to a destabilisation of the chl‐protein complexes and 
a decline in PSII‐associated light‐harvesting complex II proteins (LCHbs) (Tanaka et al., 2001; Tanaka 
and Tanaka, 2005; Hörtensteiner, 2006). Therefore,   b to a conversion  is proposed to be the  initial 
step of chl breakdown (Hörtensteiner, 2006). 
The chlorophyll cycle describes the interconversion between chl(ide) a and b suggested being impor‐
tant  in adjustment of the chl a/b ratio  in various physiological conditions  (Ito et al., 1996; Rüdiger, 
2002). The oxidative part of the cycle acts mainly on chlide and is catalyzed by chlorophyllide a oxy‐
genase (CAO) (Tanaka et al., 1998). Thereby, the C7 methyl group of chlide a  is oxidized to a formyl 
group via a C7‐hydroxy chlide a intermediate (Rüdiger, 2002). The reductive parts occur at the level of 
chl and are catalyzed by two consecutive reductions by different enzymes, a NADPH‐ dependent chl b 
reductase  (NYC1/NOL)  and  a  ferredoxin‐dependent C7‐hydroxy  chlide a  reductase.   Non  yellowing 
coloring 1 (NYC1) and NYC1‐like (NOL) proteins are thought to encode the chl b reductase (Kusaba et 
al., 2007). They  co‐localize  in  thylakoid membranes  facing  the  stromal  side where  they  act  in  the 
form of a complex (Sato et al., 2009).  
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2.1.3 Mg‐dechelation 
Two types of activities which are responsible for the release of the central Mg2+ ion of the porphyrin 
ring molecule were described  in the past. One of them  is a heat‐stable,  low‐molecular weight com‐
pound demonstrating a metal‐releasing activity  in Chenopodium album extracts  (Shioi et al., 1996), 
designated as metal‐chelating substance (MCS) (formerly Mg‐dechelating substance). The other  is a 
constitutive Mg‐dechelatase enzyme associated with chloroplast membranes (Vicentini et al., 1995). 
These divergent  findings are explained by  the possibility  that MCS might act as a  cofactor of Mg‐
dechelatase, working on  its own.   Further attempts on Mg‐releasing activities were done by mem‐
bers of the Shioi lab (Suzuki and Shioi, 2002; Suzuki et al., 2005) where they show that the Mg‐deche‐
latase  enzyme  displayed Mg‐releasing  activity  in  the  presence  of  a  common  artificial  substrate, 
chlorophyllin, but not on the native substrate chlide, whereas MCS was active on both.   Molecular 
mass and especially biochemical properties of MCS differ between species (Costa et al., 2002; Suzuki 
and Shioi, 2002; Suzuki et al., 2005). Hence,  it can be concluded that Mg‐removal  in the chl break‐
down pathway  is  likely performed by  low‐molecular weight  compounds whose  structures  are not 
known. 
2.1.4 Phytol hydrolysis and its recycling 
Dephytylation is an early step of the chl breakdown pathway in which chl is converted to chlorophyl‐
lide (chlide) and phytol. The hydrolysis of the  lipophilic ester bond  increases water solubility of fur‐
ther breakdown products.  It  is widely accepted  that  this hydrolysis  is conducted by chlorophyllase 
(Chlase, CLH) which was first discovered by (Willstätter and Stoll, 1913). In the past, Chlase has been 
purified  from  a  variety  of  plants  and  phytol‐hydrolyzing  activities  were  demonstrated  in  barley 
leaves, Citrus fruits and leaves as well as in Gingko leaves (Garcia and Galindo, 1991; Trebitsh et al., 
1993; Matile et al., 1997; Okazawa et al., 2006). The Arabidopsis Chlase1 (named COR1 or CLH1) was 
first  identified as a gene  induced by coronatine (Benedetti et al., 1998), a chlorosis‐inducing phyto‐
toxin produced by various plant pathogenic bacteria. AtCLH1 was shown to be up regulated in leaves 
by methyl  jasmonate  (MeJA)  treatment and wounding.  In 1999, chloropyhllase genes were cloned 
from different organisms such as from Citrus sinensis fruits (CsCLH1), and from Chenopodium album 
(CaCLH) and Arabidopsis leaves (AtCLH1 and AtCLH2) (Jakob‐Wilk et al., 1999; Tsuchiya et al., 1999).  
Intracellular  localization  is often a key element elucidating enzyme  function and regulation  in vivo.  
This has been a controversial  issue regarding the enzyme Chlase. Different proposed subcellular  lo‐
calization  in  the plastid  inner envelope  (Matile et al., 1997; Harpaz‐Saad et al., 2007) or  thylakoid 
membrane (Okazawa et al., 2006) has added to the confusion. Moreover, cloned Citrus and Cheno‐
podium Chlase were suggested  to be N‐terminally processed and do not exhibit  typical N‐terminal 
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plastid  transit peptides  (Jakob‐Wilk et  al., 1999; Tsuchiya  et  al., 1999)  leading  to  speculation  that 
some  chlorophyllases  might  be  targeted  elsewhere  in  the  cell  (Takamiya  et  al.,  2000).  These 
controversial findings questioned the involvement of Chlase in chl breakdown (Hörtensteiner, 2006). 
Indeed, we  could provide  reliable evidence  that  the Arabidopsis CLH1  and CLH2  are not essential 
during dark induced leaf senescence in vivo (Schenk et al., 2007). AtCLHs displayed cytosolic localiza‐
tion when fused to GFP. Moreover, a study of insertion mutants of either CLH1 or CLH2 and a double 
mutant did not show any obvious phenotype during dark induced senescence.  
Recently, we proposed an alternative hydrolase, pheopyhtinase (PPH) (Schelbert et al., 2009). PPH is 
a  chloroplast‐located  and  senescence‐induced  hydrolase widely  distributed  in  higher  plants.  It  is 
catalyzing the hydrolysis of the ester bond of the Mg‐free chl pigment, pheopyhtin (phein), producing 
pheide and phytol. An Arabidopsis mutant (pph‐1) was unable to degrade chl and thus, displayed a 
stay‐green  phenotype.  Moreover,  a  similar  phenotype  is  described  for  the  rice  homolog  (nyc3) 
(Morita et al., 2009). In addition, PPH was identified in a proteome analysis on tomato chromoplasts 
(Barsan et al., 2010) indicating that chromoplasts comprise chl breakdown processes similar to those 
occurring  in  leaves  (Thomas et al., 2009). These data  lead  to  the conclusion  that PPH and not CLH 
plays  an  important  role  in  chl breakdown during  senescence  (Schelbert  et  al., 2009). By  contrast, 
there  is a study on Citrus fruit colour‐break demonstrating that Chlase was  located  in the plastid of 
ethylene‐treated  fruit  peel  (flavedo)  tissue  in  Citrus  limon  (Azoulay  Shemer  et  al.,  2008).  Chlase 
accumulation was negatively correlated with chl quantity at the cellular level.  
Whether PPH and Chlase have distinct roles and whether various tissues evolve different types of chl 
degradation, needs  to be demonstrated. Further  investigations are needed  to  fully understand  the 
involvement of PPH and/or Chlase at early steps of chl breakdown during  leaf senescence and fruit 
ripening. 
 
Recycling of phytol  Free phytol  is generated by the hydrolysis of phein and chl by PPH and CLH, 
respectively. Little  is known about the metabolic fate of phytol. Phytol derived from chl breakdown 
was shown to be either re‐esterified to fatty acids (Peisker et al., 1989; Patterson et al., 1993) or irre‐
versibly destroyed by photo degradation (Rontani et al., 1996). It has been suggested that chl‐derived 
phytol  could  serve as a precursor of  tocopherol biosynthesis  since  tocopherol  increased  concomi‐
tantly with the breakdown of chl in several plant species (Rise et al., 1989). Several lines of evidence 
support this conclusion. Incubation of labeled phytol with Arabidopsis seedlings led to the accumula‐
tion of labeled tocopherol (Ischebeck et al., 2006). This accumulation was abolished in vte1 and vte2 
mutant  seedlings, being defective  in  tocopherol biosynthesis. Moreover, heterologously expressed 
AtVTE5 efficiently phosphorylated phytol  to phytyldiphosphate  in  two steps  (Valentin et al., 2006). 
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Based on data from the vte5‐1 mutant it has been estimated that 65% of the tocopherol phytyl side 
chain  in  leaves originates from VTE5‐dependent recycling of free phytol from chl breakdown. Addi‐
tionally, it has repeatedly been shown that fatty acid phytyl esters derived from phytol accumulated 
in plastoglobules (Bortlik, 1990; Gaude et al., 2007) which are present in increasing number and size 
during senescence progression. However, although  it  is well established that tocopherol serves as a 
potent antioxidant, a physiological advantage for phytol recycling serving for tocopherol synthesis in 
senescing tissue remains unknown. 
2.1.5 Porphyrin ring opening by PAO  
The first  linear tetrapyrrole detectable  in the chl breakdown pathway  is the primary fluorescent chl 
catabolite (pFCC). pFCC  is generated by the oxidative cleavage and reduction of pheide a by the ac‐
tivity of  two enzymes; PAO and RCCR  (Figure 3). The double reaction  is performed via an unstable 
intermediate, RCC. Opening of the ring cycle is considered as a key step in chl catabolism, as it is irre‐
versible and formed breakdown intermediates lose colour and toxicity by linearization and deconju‐
gation of the remaining methine‐bridges between the pyrrole units.  
The establishment of an  in vitro assay converting the  intermediate pheide a to pFCC (Hörtensteiner 
et al., 1995) gave rise to the biochemical characterization followed by the molecular identification of 
PAO and RCCR (Wüthrich et al., 2000; Pružinská et al., 2003). AtPAO  is a Fe‐dependent Rieske‐type 
monooxygenase and as for other Rieske‐type oxygenases the electron source driving the redox reac‐
tion is derived from reduced ferredoxin (Fd) (Hörtensteiner et al., 1995). PAO is introducing one atom 
of dioxygen at the α‐methine bridge on ring B of pheide a to form RCC (Figure 3). The second oxygen 
atom of  ring A  is  in  all probability derived  from water  (Hörtensteiner,  1998; Hörtensteiner  et  al., 
1998). Further, PAO activity is highly specific to pheide a as substrate, with pheide b being a competi‐
tive inhibitor (Hörtensteiner et al., 1995). The findings of AtNCC‐3 being hydroxylated at C7 (Pružinská 
et al., 2005) that might derive from chl b without being fully reduced to chl a while entering the cata‐
bolic pathway questions the unique specificity of PAO to pheide a as substrate (Müller et al., 2006). A 
PAO‐like monooxygenase  identified  in Chlorella protothecoides  (Curty  et  al., 1995)  is  less  specific, 
causing the occurrence of chl a and b‐derived degradation products (Iturraspe et al., 1995; Engel et 
al., 1996). 
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Figure 3 Opening of the porphyrin ring. Two‐step cleavage of pheide a to pFCC with RCC as an intermediate. 
PAO  is opening  the  ring  cycle on  the  α‐methine bridge and adds one oxygen on  ring B. A  second oxygen  is 
added on ring A from water. Electron equivalents necessary for the reaction are derived from Fd. The subse‐
quent reduction step of the C20/C1 double bond  is performed by RCCR, creating a stereocenter  in C1, thereby 
forming either pFCC‐1 or pFCC‐2. Arrows indicate site of reactions. Adapted from Hörtensteiner, 1998. 
 
PAO displays high activity during  senescence even  though basic activity  levels are detected before 
the onset of senescence (Pružinská et al., 2003; Roca et al., 2004; Yang et al., 2004; Pružinská et al., 
2005). Further, PAO was suggested to be associated with the envelope of gerontoplasts (Matile and 
Schellenberg,  1996).  In  contrast,  PAO was  recently  localized  at  the  thylakoid membrane  not  the 
envelope using PAO‐GFP fusion analysis and immunoblot analysis of chloroplast membrane fractions 
(Hörtensteier lab, unpublished). Thylakoid localization is reasonable since early breakdown reactions 
take place at the origin of chl localization.  
2.1.6 RCC reduction by RCCR 
RCCR  (alternatively named ACD2) catalyzes the reduction of the C20/C1 double bond of RCC to pro‐
duce pFCC in a stereospecific manner (Rodoni et al., 1997) (Figure 3). RCCR is a soluble stromal pro‐
tein requiring reduced Fd for RCC reduction but unlike PAO lacks a metal or flavin cofactor (Kräutler, 
2003).  Further,  RCCR  is  related  to  a  family  of  Fd‐dependent  bilin  reductases,  widely  distributed 
among  higher  plants  and  related  proteins  are  found  in  cyanobacteria  (Frankenberg  et  al.,  2001; 
Sugishima et al., 2009). It has been shown that in the coupled reaction of PAO and RCCR, one of two 
possible  C1  epimers  of  pFCC,  either  pFCC‐1  (Mühlecker  et  al.,  1997)  or  pFCC‐2  (=1‐epi‐pFCC) 
(Mühlecker et al., 2000) is produced, depending on the plant species employed as a source of RCCR. 
The suggestion that the stereospecific action of RCCR is uniform within a plant family (Rodoni et al., 
1997) could be confirmed by  screening of 60 plant  species  (Hörtensteiner et al., 2000). This  study 
displayed that indeed genera and species of the same family produce the same isomer. For example, 
RCCR  in Arabidopsis  forms pFCC‐1 whereas  in  tomato, pFCC‐2  is  formed solely. Stereospecificity of 
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Arabidopsis RCCR  is defined by a small protein domain, and a single amino acid exchange (F218 to V) 
alters the C1 stereospecificity from
 pFCC‐1 to pFCC‐2 (Pružinská et al., 2007). RCCR mutants (acd2‐2) 
functionally  complemented with  AtRCCRs  exhibiting  alternative  specificities  displayed  that  down‐
stream products, FCCs and NCCs followed the specificity of the complementing RCCRs. A recent study 
on the crystal structure of RCCR displayed that F218  is  located on the  inner side of the putative sub‐
strate‐binding  pocket,  implying  that  substitution  of  this  residue  changes  the  shape  of  the  pocket 
(Sugishima et al., 2009).  Indeed, determination of  the crystal structures of RCC‐bound AtRCCR and 
RCC‐bound F218V AtRCCR,  respectively  revealed  that  the RCC  in F218V AtRCCR  rotated  slightly com‐
pared with that in wild type (Sugishima et al., 2010). Thus, the geometrical arrangement of RCC and 
the two conserved acidic residues, Glu154 and Asp291, appeared to be essential for the stereospecific‐
ity of the RCCR reaction. 
In contrast, when chemically synthesized RCC  (Kräutler et al., 1997)  is  incubated with RCCR  in vitro 
stereospecificity  is  lost and both  stereoisomers are  formed,  suggesting an  influence of PAO or an‐
other factor (Rodoni et al., 1997). Indeed, RCC in not accumulating in vivo and only traces are detect‐
able  in vitro  in  respective assays  (Rodoni et al., 1997). Moreover, biochemical  interaction between 
PAO and RCCR was demonstrated in a bacterial two‐hybrid screen (Pružinská et al., 2007). Therefore, 
it is highly likely that RCC is reduced by RCCR without release from PAO (Hörtensteiner, 1999).  
RCCR  is a single‐copy gene  in Arabidopsis constitutively expressed at all stages of  leaf development 
(Pružinská  et  al.,  2005).  RCCR  protein  can  be  imported  into  chloroplasts  in  vitro  (Wüthrich  et  al., 
2000) and  localizes  to chloroplasts  in mature  leaves  (Mach et al., 2001).  In young seedlings and  in 
response to stress,  it  is  localized partially to both chloroplasts and mitochondria (Mach et al., 2001; 
Yao et al., 2004; Yao and Greenberg, 2006). However, localization in non‐photosynthetic tissue and in 
mitochondria  implies  other  function  of  RCCR  (Yao  and  Greenberg,  2006).  Thereby,  a  role  of 
RCCR/ACD2  in cell death control  triggered by Pseudomonas  syringae   and protoporphyrin  IX  treat‐
ments was discussed (Yao et al., 2004).  
2.1.7 Membrane transport, modifications and final storage 
Due to the  identification of NCCs    in the vacuole, a transport of chl catabolites  from the senescing 
chloroplast  (gerontoplast)  into  the vacuole has been  concluded  (Matile et al., 1988; Hinder et al., 
1996). This process requires that catabolites cross the envelope of the chloroplast and the tonoplast.  
Chloroplast export   An ATP‐dependent export of FCCs has been shown  in senescing chloroplasts 
of barley  (Matile et al., 1992). But the nature of the exporter  is not known. Rather good substrate 
specificity can be expected for the respective chloroplast exporter, considering that pheide a accu‐
mulating in pao mutant lines is restricted to the chloroplast with no detection outside the organelle 
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(S. Aubry, personal communication). By contrast, RCCs were located outside the chloroplast in RCCR‐
deficient  lines  (Pružinská et al., 2007). This might be explained by  the similar conformation of RCC 
and FCC, both being  linear tetrapyrroles, hence acting as substrates. The mammalian ABCG2 trans‐
porter, also termed breast cancer resistance protein 1 (BCRP1), was shown to be  involved  in extru‐
sion  of  diverse  structurally  unrelated  chemicals  out  of  the  cell,  among  them  porphyrins  (Abbott, 
2003; Hardwick et al., 2007). Knockout mice deficient in BCRP1 showed a porphyria‐like phenotype, 
due to the accumulation of pheide a and protoporphyrin IX in their blood (Jonker et al., 2002). Thus 
plant homologs of ABCGs, so called White Brown Complex  (WBC) proteins are  likely candidates for 
FCC export from the plastid. The WBC subfamily  is fairly high presented  in the Arabidopsis genome 
with 28 members (Rea, 2007). Two members, WBC23 and 28 display increased gene expression lev‐
els during senescence (Zimmermann et al., 2004) and are predicted to be localized to the chloroplast 
(http://aramemnon.botanik.uni‐koeln.de/).   Moreover, WBC23‐deficient plants  (wbc23‐1) exhibited 
a  temporary  stay‐green  phenotype  in  dark‐induced  senescence  (Aubry,  2008). However, whether 
these WBC members are involved in FCC or other porphyrin or tetrapyrrole metabolite export during 
senescence remains to be shown. 
FCC modifications  Modifications found in NCCs occur after the formation of pFCC on its way to 
the vacuole. Modifications increase polarity and enable deposition of NCCs in the vacuole. Due to the 
diversity of NCCs found in different plant species, modifications can be classified into i) common re‐
actions,  found  in NCCs of  all  investigated  species or  ii)  species‐specific modifications  restricted  to 
three positions at peripheral side chains (R1‐R3  in Figure 2, for review see Hörtensteiner, 2006). Hy‐
droxylation at C82 and final isomerization of FCCs to NCCs in the acidic vacuole sap are present in all 
species whereas  the  dihydroxylation  of  the  vinyl  group  of  pyrrole  A  (R1),  a  glucosylation  and/or 
malonylation at position R2 and C132 demethylation (R3) occur in a species‐ specific manner. Addition‐
ally, NCCs occur  in two stereospecificities  (see 2.1.6) either derived  from pFCC‐1 or pFCC‐2. All but 
one (AtNCC‐3) (Pružinská et al., 2005; Müller et al., 2006) NCCs structurally analyzed so far originate 
from chl a subsequently, NCCs share tetrapyrrolic structures (Figure 2). 
Demethylation at the C132 carboxymethyl group has been described to be catalysed by the enzyme 
pheophorbidase (PPD) at the level of pheide (Shioi et al., 1996). PPD is, however, distributed in lim‐
ited plant species  (Suzuki et al., 2002). A possible connection of PPD presence and  respective NCC 
formation  has  been  suggested  (Hörtensteiner,  2006)  but  cytosolic  localization  (Shioi  et  al.  1996) 
pointed  this modification  reaction  to occur on  the  level of FCCs.  Indeed, AtPPD was  located  in  the 
cytosol when  fused  to GFP and both, pFCCs and pheide served as substrates when  incubated with 
AtPPD  after  functional expression  in  E.  coli. An Arabidopsis mutant  line  (mes‐16) deficient  in PPD 
showed high accumulation of FCCs (B. Christ, personal communication) indicating that in Arabidopsis 
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a failure of demethylation on the level of FCC results in an inhibited vacuolar import, or slower isom‐
erization to NCCs.  
Vacuole import  A  primary  energized  transport  across  the  tonoplast  of  barley  vacuoles  has 
been demonstrated  for Bn‐NCC‐1  (Hinder et  al., 1996). Rather unexpectedly,  the  transport of Bn‐
NCC‐1 was  strongly  inhibited by  the barley‐specific  catabolite, Hv‐FCC‐2. These  findings  raised  the 
possibility that FCCs rather than NCCs are transported across the tonoplast in vivo and conversion to 
NCCs occurs within  the vacuole. This  suggestion was  supported by  the  findings of a nonenzymatic 
reaction accounting for the formation of NCCs (Oberhuber et al., 2003).  
Two members of  the multidrug  resistance‐associated protein  (MRP)  subfamily of ATP binding  cas‐
sette  (ABC)  transporters,   AtMRP2 and AtMRP3, were capable  to  transport NCCs  (Bn‐NCC‐1) when 
expressed  in  yeast  (Lu et  al., 1998; Tommasini et  al., 1998).  In  addition,  a  recent  study proposed 
AtMRP2 being  involved  in  chl degradation  since AtMRP2 expression  level  is  induced during  senes‐
cence and ethylene‐treated rosettes of atmrp2 mutants showed reduced senescence (Frelet‐Barrand 
et al., 2008). Moreover, vacuolar uptake studies demonstrated that AtMRP2 contributes significantly 
to overall organic anion pump activity  in vivo. Taken  together  it can be hypothesized  that AtMRP2 
acts as a vacuolar transporter for chl catabolites. However, since a high number of ABC transporters 
are encoded  in  the Arabidopsis genome  (Sanchez‐Fernandez et al., 2001) and  their multi substrate 
acceptance causes difficulties identifying respective transporters, it is likely that several transporters 
are involved in FCC translocation over the tonoplast. 
Final storage    A nonenzymatic  reaction accounting  for  the  formation of NCCs  implies  that 
FCCs delivered to the acidic vacuole sap undergo a rapid, stereoselective isomerization which results 
in complete deconjugation of the four pyrrole units (Oberhuber et al., 2003). Some species keep final 
catabolites (NCCs) proportional to chl amount degraded such as demonstrated in Arabidopsis or oil‐
seed rape (Brassica napus) (Mühlecker and Kräutler, 1996; Pružinská et al., 2005) whereas  in other 
species such as  tobacco and spinach, NCC  levels are decreasing  towards  late  stages of senescence 
(Hörtensteiner,  2006).  Three  different  oxidation  products  of  chl,  probably  degraded monopyrrole 
derivatives were found in senescing cotyledons of barley and radish (Suzuki and Shioi, 1999; Suzuki et 
al., 1999) which decreased towards  late stages of senescence concomitant with an accumulation of 
unknown compound(s). This findings stress the assumption of NCCs being the final catabolites of chl 
breakdown (Matile, 1999; Hörtensteiner, 1999) and gives potential for further degradation of NCCs 
into  low‐molecular‐weight  compounds. Whether  a  further  degradation  of NCCs  is  coordinated  or 
represents unspecific oxidation reactions which happen after loss of tissue integrity, remains unclear. 
Recently,  accumulation  of  persistent  FCCs which  are modified  at  C173 were  discovered  in  banana 
peels  (Musa acuminate) and  in senescent banana  leaves as well as  in de‐greened  leaves of Spathi‐
20 
 
Introduction 
phyllum wallisii (Moser et al., 2008; Banala et al., 2010; Kräutler et al., 2010). These `hypermodified` 
FCCs were stable against their typical and rapid, spontaneous isomerisation to NCCs. 
2.2 Chlorophyll retention causes stay‐greenness 
Stay‐green is the general term given to a variant plant in which senescence is delayed compared to a 
reference plant. Stay‐green mutants have been found in many different plant species in dicotyledons 
such  as Arabidopsis,  tomato, Nicotiana  and  Populus  and  in monocotyledons  including major  crop 
plants  (for  review see  (Hortensteiner, 2009). Stay‐greenness can,  in  respect of  retention or  loss of 
photosynthetic activity, be  classified  into  two  categories:  functional and non  functional  (cosmetic) 
stay‐greens (Thomas and Howarth, 2000). Functional stay‐greens display a delayed initiation (type A) 
or  a  slower progression  (type B) of  senescence  (Figure 4).  This  can  result  in  a higher  yield  and  is 
therefore of great agronomical  interest. For example, stay‐greenness  in a rice variety SNU‐SG1 dis‐
played  increased grain yield (You et al., 2007). Non functional stay‐greens (type C), being solely  im‐
paired  in chl breakdown while other senescence parameters are not affected, are suitable to study 
and elucidate the chl degradation pathway.  
 
 
 
 
Figure 4. Five ways to stay green; Classification of different types of known stay‐green mutants. Curves show 
chl content (solid line) and photosynthetic capacity (dashed line) for a representative leaf or plant. Type A stay‐
greens display a delay in the start of senescence, in type B senescence is progressed more slowly, type C stay‐
greens undergo normal functional senescence while chl breakdown is abolished, type D are staying green be‐
cause of rapid tissue death and type E display a  intensely green phenotype following the normal ontogenetic 
pattern. From Thomas and Howarth, 2000. 
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2.2.1 Stay‐green factor (SGR) 
Stay‐green genes have only been  identified recently but became a major focus  in plant senescence 
research.  It all  started with a mutant  study  in Festuca pratensis  (Thomas, 1987), where photosyn‐
thetic proteins remained stable although photosynthetic activity was reduced (Thomas et al., 1992). 
The gene was termed SID (senescence‐induced degradation). Introgression of the sid locus of Festuca 
into Lolium  species allowed  the molecular  tagging of  the gene  (Thomas et al., 1997; Moore et al., 
2005). The stay‐green conferring sid locus was within a syntenic region in rice (Armstead et al., 2002; 
Sim et al., 2005) that contained a quantitative trait  locus for stay‐green, sgr(t) (Cha et al., 2002). Of 
several genes associated with this region, one rice gene, Os09g36200 displayed high similarity with 
the Arabidopsis gene At4g22920 having a  senescence  specific expression pattern  (Zimmermann et 
al.,  2004)  and  its  loss  of  function  conferred  stay‐greenness  (Armstead  et  al.,  2007).  Independent 
analysis of two rice sgr mutants (Jiang et al., 2007; Park et al., 2007) and the Arabidopsis nye1‐1 mu‐
tant  (Ren  et  al.,  2007)  further  identified  orthologous  genes  being  responsible  for  the  stay‐green 
character. These  findings paved the way  for  identifying genetic  lesions of  further mutants with de‐
fects  in stay‐green genes. These  include Mendel`s green cotyledon mutant of pea  (Armstead et al., 
2007; Sato et al., 2007), tomato green flesh gf (Barry et al., 2008), bell pepper cl (Barry et al., 2008; 
Borovsky and Paran, 2008) and further rice alleles (Sato et al., 2007).  
The identification of SGR proteins did not indicate a possible function since they do not contain any 
known domain. Neither photosynthesis‐ nor senescence‐associated processes were significantly af‐
fected in nye1‐1 mutants (Ren et al., 2007). It was shown that SGR is not directly acting in chl break‐
down by a  catalytic activity  (Park et al. 2007) or Mg‐dechelating  substance  (Hortensteiner, 2009).  
PAO  expression  and  protein  abundance was  not  altered  in  several  stay‐green mutants  (pea,  rice, 
Arabidopsis and Festuca) when compared to respective wild types (Ougham et al., 2007; Ren et al., 
2007; Sato et al., 2007; Aubry et al., 2008) concluding that SGR acts independently and upstream of 
PAO.  
A  common  feature of  SGR mutants  is  the  retention of  chl‐binding proteins  of  the photosynthetic 
apparatus during senescence. Especially, LHCII subunits are highly stable in all SGR‐deficient mutants 
analyzed so far (Jiang et al., 2007; Park et al., 2007; Sato et al., 2007; Aubry et al., 2008). Following 
the suggestion that chl binds to a carrier protein for proper chl extraction from the chl‐protein com‐
plexes (Matile et al., 1999), a chl binding capacity of SGR in vitro could not be confirmed (Park et al., 
2007). Interestingly, a co‐immunoprecipitation experiment displayed that OsSGR specifically interacts 
with LHCII subunits in vivo (Park et al., 2007). This binding was not affected by the V99M mutation of 
one of  the OsSGR mutants, suggesting  that  the mutation  interrupts unknown enzymatic activity or 
binding of further regulatory factors.  
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In  conclusion,  stay‐green  genes  encode members  of  a  new  family  of  chloroplast‐located  proteins 
which  are  likely  to  function  in  dismantling  of  photosynthetic  chl‐  apoprotein  complexes  (Hörten‐
steiner, 2009). The mechanism of SGR function remains unknown. 
2.2.2 Other stay‐green mutants  
Chl b reductase (NYC1/NOL)   Cloning of non‐yellow coloring1 (NYC1) and NYC1‐like (NOL) from rice 
and analysis of respective mutants revealed that both nyc1 and nol displayed a stay‐green phenotype 
due to the retention of chl b with no prominent further enhancement of inhibition in the double mu‐
tant (Kusaba et al., 2007; Sato et al., 2009). Leaf functionality was lost although LHCII family members 
were  selectively  retained  during  senescence.  Therefore, mutants  displayed  a  cosmetic,  non‐func‐
tional type C stay‐green phenotype with no lesions formed. Immunoprecipitation experiments dem‐
onstrated NYC1 and NOL interaction in vitro (Sato et al., 2009). Since chl b plays an important role in 
LHCII  stability  (Horn and Paulsen, 2004) mutant phenotypes  revealed  that  the NYC1/NOL  complex 
acts as a chl b reductase. A recent study confirmed chl b reductase activity for NOL in Arabidopsis and 
respective  in vitro experiments demonstrated that chl b reductase converts not only  free chl b but 
also chl b in LHCII into 7‐hydroxymethyl chl a (Horie et al., 2009) suggesting that chl b reductase par‐
ticipates in the initial step of LHCII degradation.  
Pheophytinase (PPH)    The  Arabidopsis  pph‐1 mutant  being  impaired  in  dephytylation  of 
Mg‐free chl pigment (phein) during  leaf senescence displayed a stay‐green phenotype,  in which se‐
nescence  parameters were  uncoupled  from  chl  breakdown.  Therefore,  pph‐1  represents  another 
example of a cosmetic, non‐functional type C stay‐green mutant. Although pph‐1 accumulated phein 
a, a  lesion‐mimic phenotype could not be detected  (Schelbert et al., 2009). This  is  in contrast with 
pao1/acd1 and acd2 mutants accumulating potential phototoxic chl catabolites such as pheide a and 
RCC (Pružinská et al., 2005 and 2007). This might be explained by the fact that either phein a accu‐
mulation  is moderate  and does  therefore not provoke  cell death or phein  a phototoxicity  is pre‐
vented by its binding to LHCs. A similar phenotype was described for a rice mutant (nyc3) defective in 
the orthologous gene (Morita et al., 2009). 
Pheophorbide a oxygenase (PAO)  Another  type  C  stay‐green  mutant  also  being  directly  im‐
paired  in an enzymatic step of chl degradation  is pao/acd1 having a non functional pheophorbide a 
oxygenase (PAO). PAO is identical to accelerated cell death 1 (ACD1) in Arabidopsis and its homolog 
in maize is characterized as lethal leaf spot 1 (LLS1) (Pružinská et al., 2003; Yang et al., 2004). A stay‐
green phenotype in pao is only visible during dark induced senescence. In natural senescence, where 
a plant is exposed to light, pao exhibits a lesion‐mimic phenotype due to the accumulation of photo‐
toxic pheide a at high quantities. Premature  cell death was observed  in pao1  leaves and  flowers. 
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Whether a  feedback mechanism exists, which  limits  chl breakdown  in mutants  that are unable  to 
degrade chl beyond pheide a (Pružinská et al., 2005), needs to be shown. 
2.3 Significance of detoxifying porphyrins 
2.3.1 Leaf senescence  
Leaf  senescence  is  a  developmental  process  comprising  structural  changes  such  as  the  transition 
from chloroplasts to gerontoplasts, and biochemical processes such as the catabolism of macromole‐
cules including chl. Senescence as the name implies, usually occurs at the end of the life of a leaf and 
could be  classified as a  type of programmed  cell death  (Ougham et al., 2005). But,  senescence  in 
plants has properties that distinguish it from other cell death processes. In fact, plant senescence is 
reversible and can  rather be seen as a differentiation event  (Thomas et al., 2003). Senescence ap‐
pears  to occur  as  a  consequence of  reproduction,  as  a  result of  competition  for  resources  (older 
leaves versus younger foliage), and autumnal senescence of deciduous trees may be a consequence 
of decreasing daylight and temperature. It is an active and highly coordinated process with the aim to 
recycle nutrients from green tissues. In Arabidopsis, senescing leaves loose 85% of the nitrogen con‐
tent,  37%  of  the  carbon  content  and  significant  amounts  of  phosphate,  potassium,  sulphur  and 
micronutrients  (Himelblau and Amasino, 2001). As  little CO2 assimilation occurs during senescence, 
respiration  can  result  in a net  loss of C. Whether mobilization or  respiration or both  causes a de‐
crease  in observed C  levels  is unclear. Chl degradation  is part of this complex process and becomes 
activated on the onset of senescence.  
An early and significant change  in cell structure  is the breakdown of  (mesophyll) chloroplasts, con‐
taining 70% of the overall leaf protein (Hörtensteiner and Feller, 2002; Lim et al., 2003). Chloroplasts 
are converted to gerontoplasts which  in contrast to all other forms of plastids are, solely catabolic. 
Gerontoplasts loose volume and density due to the loss of stromal components and thylakoid struc‐
tures, and the number and size of lipophilic plastoglobules increase (Matile et al., 1999). As a conse‐
quence  breakdown  and  remobilization  processes  are  initiated.  Nucleus  and mitochondria  remain 
intact until the final stages of leaf senescence enabling senescence‐associated gene (SAG) expression 
and respiration. 
Whereas  chromoplasts  are  typical  forms  of  chl‐free  plastids  in  flowers  and  fruits,  transition  of 
chloroplasts  into chromoplasts or gerontoplasts  is comparable  in respect of chl breakdown and the 
disassembly of thylakoids. But chromoplast differentiation is distinguished by the incorporation of a 
set of new proteins for de novo synthesis of carotenoids (Camara et al., 1995).  
More  than  800  genes  show  increased  transcript  levels  during  developmental  leaf  senescence  in 
Arabidopsis,  including  several  genes  collectively  termed  senescence‐associated  genes  (SAGs)  (Bu‐
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chanan‐Wollaston et al. 2005). A screening for SAGs illustrated the complexity of this network since 
most  individual SAGs did not exhibit  significant effects on  the  initiation and/or progression of  leaf 
senescence when  inactivated or overexpressed alone  (He et al., 2001). Recently,  increasing efforts 
have been made identifying senescence‐regulating genes in Arabidopsis by analyzing the expression 
patterns of various  transcription  factors  (TF). The NAC and WRKY  transcription  factors, such as At‐
NAP,  AtWRKY6  and  AtWRKY53  genes  appeared  to  be  involved  in  the  regulation  of  senescence 
(Hinderhofer and Zentgraf, 2001; Robatzek and Somssich, 2001; Guo and Gan, 2006). More recently, 
out of 1500 TF annotated in Arabidopsis, microarray data show that around 100 genes encoding pu‐
tative TF showed increased expression in developmental leaf senescence (Buchanan‐Wollaston et al., 
2005). In contrast, 81 TF were down‐regulated during dark‐induced senescence (Lin and Wu, 2004). 
However,  the senescence TF network seems  to be highly complex assumably with significant  func‐
tional redundancy. 
Plant hormones have been implicated in the regulation of various cellular processes, including senes‐
cence. Cytokinins are the most effective senescence‐retarding growth regulators. Exogenous applica‐
tion of  cytokinins delays  leaf  senescence  in Arabidopsis  and other plants. Transgenic  tobacco  and 
lettuce plants harbouring a  cytokinin‐producing  system under  the  control of a  senescence‐specific 
promotor  showed  delayed  post‐harvest  leaf  senescence  (Ori  et  al.,  1999).  In  contrast,  ethylene, 
methyl jasmonate, brassinosteroids and salicylic acid are known to promote signs of senescence (Gan 
and Amasino, 1997). Ethylen has  long been  known  to be  an endogenous  regulator of  senescence 
being  involved  in  fruit  ripening,  flower and  leaf senescence. For example, ethylene‐insensitive mu‐
tants in Arabidopsis, etr1 and ore3, exhibited a measurable delay in the initiation of leaf senescence 
(Oh et al., 1997). In Citrus, CLH1 expression is highly upregulated by ethylene (Jakob‐Wilk et al., 1999; 
Azoulay  Shemer  et  al.,  2008)  and  AtCLH1  levels  increase  under MeJA  treatment  (Tsuchiya  et  al., 
1999). Additionally, transgenic tomato that have reduced ethylene synthesis trough expression of a 
bacterial ACC deaminase, exhibited significant delay  in  fruit  ripening and deterioration  (Klee et al., 
1991). In conclusion, leaf senescence is controlled by a complex regulatory network with cross‐linking 
of different hormonal pathways and TF, and including external factors. 
2.3.2 Photosensitivity and cell death 
Accumulation of free porphyrin in plants or animals causes cell death, due to light‐dependent oxida‐
tive stress. The conjugated electron system of the pyrrole ring has the ability to absorb light energy 
even though  it  is uncoupled from the photosystem machinery. As a consequence, singlet oxygen  is 
produced  in  large amounts, provoking cell death directly or  inducing cell death signalling cascades 
(Wagner et al., 2004). Free porphyrin  in a cell might accumulate when a step  in synthesis or break‐
down of any porphyrin is impaired. 
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In plants,  lesion mimic mutants  that accumulate  large quantities of chl  intermediates are  showing 
dramatic  consequences  of  the  phototoxic  ability  of  these  intermediates.  This  is  contrary  to  stay‐
green mutants  such as nye1, pph‐1 or nyc1/nol which are defective at early  steps of  the pathway 
where chl  is almost completely embedded  in chl‐photosystem complexes. The  lesion mimic pheno‐
type  largely  resembles  the  localized  necrosis  occurring  during  a  hypersensitive  response  (HR)  
(Lorrain et al., 2003). In some  lesion mimic mutants  like  les22  in maize (Hu et al., 1998) or mutants 
displaying defects  in steps of chl biosynthesis  (Grimm, 1998)  free porphyrin  is accumulating  in  the 
cells. Related phenotypes occur  in humans suffering of diverse types of porphyria, a photosensitive 
dermatosis (Ajioka et al., 2006), most of which are due to a specific defect in heme biosynthesis. 
pao1/acd1  and  acd2 were  isolated  from  a mutagenesis  screen  for  plants  showing  a  lesion mimic 
phenotype earlier then wild‐type upon pathogen infection (Greenberg and Ausubel, 1993; Greenberg 
et al., 1994) both mutants accumulate  large amounts of  reactive oxygen  species  (ROS), being  sug‐
gested to largely contribute to the lesion formation (Gray et al., 2002). In the case of pao1, pheide a 
accumulation was  clearly  shown  to  induce  cell death  (Pružinská  et  al.,  2003;  Tanaka  et  al.,  2003; 
Pružinská et al., 2005). In acd2‐2, RCC accumulation was shown to be positively correlated with the 
cell death progression as well  (Pružinská et al., 2007). The mechanism by which  cell death  is  con‐
ducted has not been elucidated to date. 
2.3.3 Nitrogen economy  
Nitrogen displays an essential nutrient for plants, representing a major constituent of numerous cel‐
lular  compounds,  including proteins, nucleic acids and  lipids. A  remarkable amount of 20% of  the 
cellular nitrogen is bound in photosystem protein complexes; whereas only 2% is contributed by chl 
(Hörtensteiner, 2006). During  leaf  senescence nutrients  are mobilized  to  seeds,  storage organs or 
new vegetative growth (Himelblau and Amasino, 2001). Therefore, chl degradation can be seen as a 
detoxification  process  enabling  the  remobilization  of  nutrients  which  are  energetically  costly  to 
aquire, such as fixed nitrogen from the photosystem protein complexes. Interestingly, nitrogen pre‐
sent in the chl pigment is not exported from senescing leaves, but remains within the cells in the form 
of linear tetrapyrrolic catabolites that accumulate in the vacuole. 
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During my PhD,  I attempted  to advance  the knowledge on  several aspects of  the  chl degradation 
pathway in leaf senescence and fruit ripening of higher plants by the following topics: 
 
‐ Identifying the enzyme responsible for dephytylating activity  in chl breakdown of senescing 
leaves in Arabidopsis, namely pheopyhtinase (PPH). 
‐ Purifying heterologously expressed AtPPH and determining its biochemical properties.  
‐ Studying the role of PPH in other instances of chl metabolism, such as during fruit ripening of 
tomato. 
‐ Identifying  a  possible  degradation  complex  consisting  of  several  chl  catabolic  enzymes, 
formed exclusively during senescence.  
‐ Clarifying the long‐proposed in vivo function of chlorophyllase (CLH). 
 
  
My analyses provide substantial improvement in understanding the early reactions of chl breakdown 
in leaf senescence.  Further, my findings underline the crucial role of PPH not only in leaf senescence 
but also in fruit ripening. Nevertheless, it also raises new issues for further work to be done. 
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IV Results 
4.1 Own publications  
4.1.1 The chlorophyllases AtCLH1 and AtCLH2 are not essential for senescence‐
related chlorophyll breakdown in Arabidopsis thaliana 
 
Nicole  Schenk*,  Silvia  Schelbert*, Marion  Kanwischer,  Eliezer  E.  Goldschmidt,  Peter  Dörmann,  Stefan  Hör‐
tensteiner 
* Joint first co‐authors 
Reprinted from: FEBS Letters 581 (2007): 5517‐ 5525 
 
Phytol hydrolysis displays an early and  important step  in chl breakdown because  it  increases water 
solubility of further chl catabolites. AtCLH1 and AtCLH2 were considered to catalyze phytol hydrolysis 
during leaf senescence. This study provides evidence that these two chlorophyllases are not essential 
for senescence‐related chl breakdown  in vivo. A GFP fusion study revealed that AtCLH1 and AtCLH2 
are  located outside  the chloroplast. Moreover, clh1 and clh2  single and double knockout  lines de‐
graded chl similar to wild type. These findings propose that an alternative, at the time of publication 
unknown esterase could act as chlorophyllase in vivo. 
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PPH publication 
4.1.2  Pheophytin  pheophorbide  hydrolase  is  involved  in  chlorophyll  breakdown 
during leaf senescence in Arabidopsis 
Silvia Schelbert, Sylvain Aubry, Bo Burla, Birgit Agne, Felix Kessler, Karin Krupinska, and Stefan Hörtensteiner 
 
Reprinted from: The Plant Cell 21 (2009): 767‐785 
 
This  study  unequivocally  demonstrates  the  identification  of  a  new  esterase,  pheophytinase  (PPH) 
being responsible for the phytol‐hydrolyzing step in chl breakdown. PPH is shown to be a chloroplast‐
located and senescence‐induced hydrolase being highly specific for the Mg‐free chl pigment (pheo‐
phytin), producing pheophorbide and phytol. An Arabidopsis mutant (pph‐1) was unable to degrade 
chl and, thus, displayed a stay‐green phenotype. Hence, PPH is proposed as being the major dephyty‐
lating activity in chl breakdown during leaf senescence. 
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4.2 Kinetic properties of pheophytinase  
4.2.1 Introduction   
Recently, we discovered a so far unknown esterase playing a crucial role in chl breakdown during leaf 
senescence  in Arabidopsis, pheophytin pheophorbide hydrolase  (pheophytinase, PPH)  (Schelbert et 
al., 2009;  see 4.1.2). PPH  is a plastid‐localized  α/β hydrolase‐fold  family protein with an esterase/ 
lipase motif. The absence of the gene product  led to a non functional stay‐green phenotype during 
senescence with  an  indefinite  high  retention  of  chlorophyll  up  to  80%. While  recombinant  Citrus 
chlorophyllase  (CsChlase1)  accepted  both,  pheophytin  (phein)  and  chlorophyll  (chl)  as  substrates, 
AtPPH  displayed  a  clear  and  only  pheophytin‐hydrolyzing  activity  in  vitro  employing  E.  coli  crude 
extracts of  soluble proteins. A phylogenetic  analysis of PPH‐related proteins displayed  that AtPPH 
clustered  with  one  protein  each  from  eukaryotic  plant  species.  The  distribution  within  the  tree 
indicated that PPHs are single‐copy genes. The only PPH‐homolog characterised  in the meantime  is 
the ortholog in rice, non yellowing coloring 3 (NYC3, Morita et al., 2009). Due to the fact that PPH is a 
single copy gene and exhibits rather narrow substrate specificity, heterologously expressed PPH was 
purified and its kinetic properties studied. The results are presented in this chapter.  
4.2.2 Material and methods 
4.2.2.1 Protein expression in Escherichia coli and purification process 
Protein expression and purification was performed with  the pMAL Protein  Fusion and Purification 
System  (New England BioLabs). Recombinant proteins were expressed and  cells were  lysed as de‐
scribed (Schelbert et al., 2009). All chromatographic steps were performed on a Pharmacia chroma‐
tography system at 4 °C with a flow of 0.5 ml/min. 
Step I:  Affinity chromatography An amylose resin column of 15 ml volume was washed with 5 vol of 
buffer A (0.1 M Mops‐KOH pH 7). A total amount of 45 mg (2.5 mg/ml) soluble fusion protein (MBP‐
∆AtPPH; Schelbert et al., 2009) was loaded. After loading of the sample, the column was washed with 
10 vol of buffer A and the fusion protein was eluted with buffer B (0.1 M Mops‐KOH pH 7, 10 mM 
maltose). 0.5ml fractions were collected individually for determining fusion protein elution by Brad‐
ford Protein Assay (BioRad).  Fractions containing the highest protein quantities were pooled. 
Step II: Cleavage with Factor Xa Factor Xa (New England BioLabs) cleavage was carried out at a w/w 
ratio of 2 %  the amount of  fusion protein  (MBP‐∆AtPPH) according  to  the manufacturers`  instruc‐
tions. The reaction mixture (7.5 ml) was incubated for 88 h at 4 °C. Complete cleavage of MBP from 
∆AtPPH was controlled by SDS‐PAGE. 
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Step  III: Anion exchange  chromatography  (AEX) A 1 ml HiTrap Q HP  column  (GE Healthcare) was 
washed with 5 vol of buffer C  (0.1M Mops‐KOH pH 7, 25 mM NaCl). After  loading  the sample,  the 
column was washed with 5 vol of buffer C. The elution of MBP and ∆AtPPH was carried out using a 
step gradient of NaCl in buffer C (25 mM; 200 mM; 500 mM). For each step 5 column volumes were 
applied. 0.5 ml fractions were collected individually for determining MBP and ∆AtPPH protein elution 
using  the  Bradford  Protein Assay  (BioRad).  Fractions  containing  ∆AtPPH were  pooled. Aliquots  of 
∆AtPPH were supplemented with 10 % (v/v) glycerol and either directly used for assays or frozen in 
liquid nitrogen and stored at ‐80 °C until further use. Storage did not affect enzyme activity. 
4.2.2.2 Substrate purification 
Chl  used  to  produce  the  phein  substrate was  isolated  from  coffee  (Coffea  arabica)  leaves  as  de‐
scribed (Vicentini et al., 2005) and quantified photometrically (Strain et al., 1971). Phein production 
was carried out by acidifying chl a/b mixtures by adding HCL to a final concentration of 20 mM. After 
2 min, 20 mM NaOH (final concentration) was added to neutralize the solution. The phein a/b mix‐
tures were separated by reversed‐phase HPLC. Pigments were identified by their absorption spectra 
and comigration with authentic standards (Roca et al., 2004) and were collected manually. Respec‐
tive substrate fractions were pooled and elution buffer was removed by flushing under nitrogen at‐
mosphere. Dried substrate was resuspended in 100 % acetone, quantified photometrically (Strain et 
al., 1971) and stored at ‐80 °C until further use.  
4.2.2.3 In vitro assays for studying kinetic properties of pheopyhtinase 
Temperature and pH: The assay (total volume of 40 µl) consisted of 2 μl ∆AtPPH (corresponding to 2 
µg protein) and 4 μl of phein a/b mixtures (1.4 mg/ml) dissolved in acetone (final acetone concentra‐
tion, 10 %) in 0.1 M Hepes‐KOH pH 8. After incubation of 30 min in various temperatures as indicated 
in the figures, the reaction was stopped and analysed by HPLC as described (Schelbert et al., 2009). 
Product production  and quantification was performed  according  to  Schelbert  et  al.  (2009). 0.1 M 
Hepes‐KOH (pH 7‐8) and 0.1 M Bicine‐HCL (pH 8‐9) buffers were used to adjust the pH of the assay.  
Km determination: The assay (total volume of 40 µl) consisted of 1 μl ∆AtPPH (corresponding to 1 µg 
protein) and 4 μl of pigment substrate (phein a, 4‐20 μmol; phein b, 0.6‐9 µmol) dissolved in acetone 
(final acetone concentration, 10 %)  in 0.1 M Hepes‐KOH pH 8. After  incubation for 10 min at 34 °C 
the reaction was stopped and analyzed as described above. Calculation of the apparent Km was per‐
formed according to Lineweaver and Burk (Lineweaver and Burk, 1934). 
Transesterification: The assay  (total volume of 40 µl)  consisted of 2  μl MBP‐∆AtPPH or CsChlase1 
crude extract, 4  μl of phein a/b mixtures  (1.4 mg/ml) dissolved  in acetone  (final acetone  concen‐
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tration, 10 %) and 4 μl MeOH  in 0.1 M Hepes‐KOH pH 8. After  incubation  for 30 min at 34 °C,  the 
reaction was stopped and analysed by HPLC as described above. CsChlase1 was expressed and cells 
were lysed as described (Schelbert et al., 2009). 
4.2.3 Results 
4.2.3.1 Purification of pheophytinase  
Three consecutive steps were necessary to obtain a protein fraction that was pure enough to study 
the biochemical features of PPH (Figure 5). In the first step, I used an amylose resin column to purify 
the fusion protein (MBP‐∆AtPPH) from E. coli soluble proteins present in the crude extract. Thereby, 
the fusion protein was eluted with 0.1 M Mops‐KOH buffer pH 7 containing 10 mM maltose. In the 
second step, the fusion protein (MBP‐∆AtPPH) was cleaved into MBP and ∆AtPPH by Factor Xa, which 
cleaves at  the  specific  cleavage  site  located between  the  two proteins. The  resulting  fraction was 
directly used  for  the  third  step,  separating MBP  and  ∆AtPPH by  anion‐exchange  chromatography. 
Elution was performed by a step gradient of buffer containing increasing amounts of NaCl. MBP was 
eluted at 200 mM whereas the truncated version of pheophytinase (∆AtPPH) was eluted at 500 mM 
NaCl. Commassie blue‐stained SDS‐PAGE of the purified enzyme showed a major protein band at 49 
kD and faintly stained unspecific bands (Figure 5, lane 8). Visual judgement indicated approximately 
90 % purity of the enzyme preparation. 
 
Figure 5 PPH purification summary. Commassie blue‐stained SDS‐PAGE gel of various fractions from the purifi‐
cation process. 1 E. coli crude extract of soluble proteins  loaded onto the amylose column, 2 flow‐through of 
the amylose column, 3 last wash of the amylose column, 4 pooled MBP‐∆AtPPH eluted from the amylose col‐
umn, 5 88 h digest at 4 °C without Factor Xa, 6 88 h digest at 4 °C with 2 % Factor Xa, 7 and 8 MBP and purified 
∆AtPPH protein eluted by anion exchange chromatography. Arrowheads indicate positions of MBP (42 kD) and 
∆AtPPH (49 kD). Molecular size markers (kD) are indicated at the left. 
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4.2.3.2 Kinetic properties of pheophytinase 
Maximum activity of the enzyme was found at pH 8. The enzyme exhibited a rather narrow pH range 
of maximal activity, with only 36 % of maximal activity retained at pH 7.0  (Figure 6 B).  In addition, 
purified   ∆AtPPH showed highest activity at  the  temperature of 34 °C and activity was significantly 
decreased below 25 °C and above 45 °C (Figure 6 A). PPH had been shown to accept both phein a and 
phein b as substrate (Schelbert et al., 2009). To determine Km values, both substrates were analyzed 
separately.  Pheide  a  resp.  b  formation  as  a  function  of  phein  a  resp.  b  concentrations  followed 
Michaelis‐Menten kinetics with apparent Km values of 3.3  μM  for phein a and 4.4  μM  for phein b 
(Figure 7). Thus, hydrolytic activities for both substrates were in comparable ranges, indicating equal 
substrate specificity of PPH for both phein a and phein b. 
The study of the biochemical properties of AtPPH was extended by the determination of a possible 
transesterase activity. Under certain conditions CsChlase1 can act as a  transesterase  (Matile et al., 
1999) and, therefore, was used as control. Methanol was added to the assay  in order to analyze  if 
these  two esterases are able  to  form  the methylester of pheide  (pheide a‐Me) under  the applied 
conditions. Surprisingly, 63 % of  the product produced by CsChlase1 was esterified whereas  in  the 
assay with AtPPH only a marginal amount of 2 % was esterified  (Figure 8). Moreover, AtPPH trans‐
esterase activity did not  increase over  time  (data not  shown). These data  indicate  that  the AtPPH 
most probably does not function as a transesterase.  
 
Figure 6 Kinetic properties of AtPPH. Effects of reaction temperature (A) and pH (B) on the activity of pheo‐
phytinase with pheophytin a/b mixtures as the substrate. The buffer used in (A) was Hepes‐KOH pH 8 and in (B) 
Hepes‐KOH (pH 7‐pH 8) and Bicine‐HCL (pH 8‐ pH 9). All data were adjusted relative to maximum activity. Data 
are mean values of a representative experiment with three replicates. Error bars indicate SD. 
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Figure 7 Pheophytinase is a high affinity pheophytin hydrolase. Hydrolase velocities were measured at differ‐
ent pheophytin concentrations, as  indicated (A and C). Data are mean values of a representative experiment 
with three replicates. Error bars indicate SD. A double reciprocal plot was used to determine the Km values of 
AtPPH (B and D) (Lineweaver and Burk, 1934). Product formation followed Michaelis‐Menten kinetics with an 
apparent Km of 3.3 μM for phein a and 4.4 μM for phein b.  
 
 
 
 
Figure 8 Transesterase activity of AtPPH and CsChlase1. Proportion of pheide a‐Me  to  the overall product 
formation was determined. Note  that 63 % of  the product produced by CsChlase1 was esterified whereas  in 
AtPPH only about 2 % were esterified. Data are mean values of a representative experiment with three repli‐
cates. Error bars indicate SD. 
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4.2.4 Discussion 
In the present study we have investigated the biochemical properties of recombinant AtPPH which is 
known for the hydrolysing activity on phein, Mg‐free chl, during senescence‐related chl breakdown. 
Purified recombinant protein displayed highest activity at pH 8. This is highly reasonable since AtPPH 
was shown to be located in the stromal fraction of chloroplasts (Schelbert et al., 2009) exhibiting pH 
values around 8. Further, AtPPH hydrolysing activity is highly specific for phein a and b with apparent 
Km values in the low μM‐range. Substrate specificity for phein a and b at comparable ranges indicates 
that methyl or formyl residues at C7 on the porphyrin‐ring do not affect phytol hydrolysing activity in 
vitro. However, it is highly likely that in vivo phein b is not a substrate of PPH, since PAO, catalyzing 
the following step during chl breakdown, is highly specific for pheide a and pao mutants accumulate 
pehide a, but not pheide b (Hörtensteiner et al., 1995; Pružinská et al., 2005). Moreover, chl b to a 
conversion is perfomed by chl b reductase while entering the catabolic pathway (Kusaba et al., 2007; 
Sato et al., 2009). AtPPH did not display transesterase activity under the applied conditions (Figure 8) 
which  indicates  that  the  AtPPH most  probably  does  not  have  an  additional  function  as  a  trans‐
esterase.  
These analyses provide first insights into kinetic properties of AtPPH but at the same time raise new 
issues  for  further work  to be done on  the biochemical characterization of AtPPH. For example, an 
assay providing pheide a‐Me as substrate could reveal, whether substrate specificity towards phein is 
only determined by the porphyrin‐ring. In addition, inhibitory effects of chl on the phein hydrolyzing 
activity could be examined. Finally,  studies on  the crystal  structure of  the PPH alone or  in  its  sub‐
strate‐bound form would facilitate the elucidation of the PPH reaction mechanism.  
 
 
 
 
 
 
                                                                      Role of PPH in fruit ripening 
4.3 Role of pheophytinase in fruit ripening of Solanum lycopersicum  
4.3.1 Introduction 
Colour‐break is the most obvious sign of fruit ripening. This process involves the biosynthesis of large 
amounts  of  carotenoids  and  flavanoids  accompanied  by massive  degradation  of  chl  (Kato  et  al., 
2004). Both metabolic processes occur within the plastids of the flavedo tissue, the pigmented outer 
part of the peel and are the visible appearance of the transition of photosynthetically active chloro‐
plasts into chromoplasts (Thomson and Whatley, 1980). Thereby, degradation of chl is a fundamental 
process that  is of central  importance concerning changes  in pigment composition that typically oc‐
curs in fleshy fruits at the onset of ripening (Barry, 2009). Besides the functional similarities between 
senescing leaves and ripening fruits, the evolutionary significance of chl breakdown in these systems 
seems to be different. Whereas in senescing leaves chl breakdown appears to be a component of the 
retrieval of nitrogen from dying organs,  in fleshy fruits the disappearance of chl exposes the bright 
pigments which render the fruit attractive for seed dispersing animals (Goldschmidt, 2001).  
Colour variants of many  fleshy  fruit‐bearing species such as  tomato and bell pepper have been se‐
lected  during  domestication  and  through  breeding  in  respect  to  altered  carotenoid  biosynthesis 
(Paran and van der Knaap, 2007). Colour variations in respect to chl degradation also occur in muta‐
tions such as at the tomato green‐flesh (gf) and bell pepper chlorophyll retainer (cl) loci (Efrati et al., 
2005; Roca and Minquez‐Mosquera, 2006). Fruits harbouring these mutations ripen to a brown col‐
our due to the deficiency in chl breakdown at the onset of fruit ripening. Moreover, leaf senescence 
in these mutants is also affected (Akhtar et al., 1999). Together, published data indicate that gf and cl 
display a cosmetic, non functional type C stay‐green phenotype (reviewed by Hörtensteiner, 2009). In 
both cases, the mutations were shown to affect the orthologues stay‐green genes (SGR) (Barry et al., 
2008). Recently, a new type of stay‐green mutant has been described  in Citrus sinensis  (Alos et al., 
2008). The navel negra (nan) mutant displayed a stay‐green phenotype  in the flavedo of fruits with 
no accumulation of  known  chl  catabolites.  Sequence analysis of  the  SGR  locus  responsible  for  chl 
retention in diverse species, was not altered from the wild type sequence. This was also the case for 
the PPH gene of nan  (unpublished  results). Thus, nan displays a novel  stay‐green mutant with un‐
known molecular basis.  
Mutants deficient  in  chl  catabolism allow  studies on  the  impact of  chl breakdown on  fruit quality 
including taste and aroma. Indeed, reduced rates of carotenoid biosynthesis were observed in gf and 
cl (Roca et al., 2006), while nan accumulated carotenoid levels comparable to wild type in ripe fruits 
(Alos et al., 2008). Altered aroma compounds and antioxidative capacity might be due to a delay  in 
the transition of chloroplasts to chromoplasts. Thus, many aroma compounds derive from essential 
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amino acids, carotenoids or  from  fatty acid metabolism  (Goff and Klee, 2006). Beside these known 
pigments  functioning as visual  indicators  for  seed dispersing  fauna, a  recent  study on  ripening ba‐
nana peels proposed chl catabolites serving as visual  indicators of the ripening stage  (Moser et al., 
2008). Ripe bananas exhibited  intense blue  luminescence under UV  light due to Mc‐FCC‐56, a fluo‐
rescent chl catabolite esterified at the C173 position. High levels of Mc‐FCC‐56 were detected just be‐
fore the over‐ripe stage where FCCs are being converted to NCCs. These findings raised the hypothe‐
sis that chl catabolites may serve as distinct ripening signals to insects and birds which have a larger 
window of vision in the UV range. An additional role of chl catabolites has been proposed by Müller 
et al. (2007). Thus, NCCs accumulating  in the fruit peel of ripe apples and peers displayed effective 
antioxidant properties.  
Although  the majority of  literature on  chl breakdown has been  focused on  leaf  senescence proc‐
esses, some work was performed on Citrus, tomato and bell pepper fruit degreening (Goldschmidt et 
al., 1993; Trebitsh et al., 1993; Akhtar et al., 1999; Spassieva and Hille, 2002; Efrati et al., 2005; Roca 
et al., 2006; Alos et al., 2008; Azoulay‐Shemer et al. 2008). Additionally, FCCs and NCCs, whose for‐
mation can be attributed to PAO activity, were identified in ripe apples, pears and bananas (Müller et 
al., 2007; Moser et al., 2008). Although these findings provide structural  insight  into the fate of chl 
during fruit ripening and support the view that chl breakdown in senescing leaves and ripening fruits 
is  identical (Moser & Matile, 1997), controversial findings on the phytol‐hydrolysis step of the pass‐
way  stresses  this  assumption  (Thomas  et  al., 2009). Recently, we  could  convincingly demonstrate 
that AtCLHs are not essential for leaf senescence but a new type of esterase, PPH, plays an important 
role  in chl breakdown during  leaf senescence  (Schenk et al., 2007; Schelbert et al., 2009).  Interest‐
ingly, a proteome analysis on red fruit chromoplasts of tomato revealed the presence of PPH (Barsan 
et al., 2010). By  contrast,  there are  studies on Citrus  fruit  colour‐break demonstrating  that Chlase 
was  located  in  the plastid of ethylene‐treated  fruit peel  tissue  in Citrus  limon  (Harpaz‐Saad et al., 
2007; Azoulay‐Shemer et al., 2008). Chlase accumulation was negatively correlated with chl quantity 
at the cellular level. 
Thus,  it needs  to be demonstrated whether various  tissues evolved different  types of chl degrada‐
tion,  i.e.  fruits comprising enzyme activities that are different  from  leaves. This demand  led to  this 
project where I attempted to elucidate the role of PPH during fruit ripening of Solanum lycopersicum 
(SlPPH) by biochemical and molecular approaches.  
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4.3.2 Materials and methods 
4.3.2.1 Plant material and growth conditions  
Solanum  lycopesicum ecotype Ailsa Craig wild type and green flesh  (gf) were obtained from Yoram 
Eyal, Volcani Center,  Israel. Plants were grown on soil  in  long‐day conditions  (16 h/8 h)  in a green 
house with fluence rates of 100‐200 µmol photons m‐2 s‐1 at 25 °C and 60 % humidity. Plants were 
grown until they showed different  leaf senescence and fruit ripening stages. Leaves and fruits were 
harvested and immediately frozen in liquid nitrogen, and stored at ‐80 °C. Plants under sterile condi‐
tions were grown in ½ MS media containing 1.5 % sucrose in long‐day conditions (16 h/8 h) in a cul‐
ture room with fluence rates of 50 µmol photons m‐2 s‐1 at 23 °C.  
4.3.2.2 Cloning strategy 
Full‐lenght cDNA sequence of mature green tomato  fruit was obtained  from  from Yoram Eyal, Vol‐
cani Center,  Israel. For heterologous expression of SlPPH  in Escherichia coli, a truncated cDNA frag‐
ment, lacking the 61 5`‐terminal amino acids encoding the predicted chloroplast transit peptide, was 
produced by PCR using Extender polymerase (5Prime) with the following primers:  
SlPPH_EcoRI_LP  5`‐GGAATTCGCTTCTGTTAAGGGGGTTGAC‐3` 
SlPPH_EcoRI_RP  5`‐GGAATTCTTATGGAGAGTAAACTCCATCTTG‐3`  
After  restriction digest with EcoRI,  the  fragment was  cloned  into pMAL‐c2  (New England Biolabs), 
producing  a MBP‐truncated  SlPPH  fusion  (MBP‐∆SlPPH).  After  verifying  the  insert  by  sequencing, 
constructs were transformed into BL21(DE3). 
For silencing of SlPPH by RNA  interference, a pHannibal‐derived (Wesley et al., 2001) construct was 
used which harboured a SlPPH sense and antisense cDNA fragment of 400bp amplified with Pfu po‐
lymerase (Promega) and the following primer combinations: 
SlPPH_XhoISacII_LP    5`‐CCCTCGAGCCGCGGACAACTAAATTTTAAAGAG‐3`   
SlPPH_KpnI_RP      5`‐GGGGTACCAGATTTTAGAAACATGGAAAG‐3`  
SlPPH_BamHI_LP     5`‐CGGGATCCGGACAACTAAATTTTAAAGAG‐3`   
SlPPH_ClaI _RP     5`‐CCATCGATAGATTTTAGAAACATGGAAAG‐3`   
Two different silencing constructs, driven by the CaMV 35S promoter or the fruit‐specific 2A11 pro‐
motor  (Pear  et  al.,  1989) were  produced.  The  gene  constructs were  excised  from  the  pHannibal 
constructs  by  NotI  and  cloned  into  pGreen0029  (Hellens  et  al.,  2000).  For  the  overexpression 
construct,  SlPPH  full‐length  cDNA was  cloned  into pGreen0029 by NdeI  and  EcoRI harbouring  the 
CaMV 35S promoter  and CaMVpolyA  terminator. After  verifying  inserts by  sequencing,  constructs 
were transformed into Agrobacterium strain GV3101 together with pSOUP (Hellens et al. 2000). 
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4.3.2.3 Plant transformation 
Seed  sterilization was performed with 1.2 %  sodium hypochlorite  for 15 min. Seeds were  rinsed 3 
times with  sterile  distilled water  and  planted  in  10  cm  high  sterile  glass  pots.  After  9‐12  days  of 
growth in the culture room, cotyledons were cut at 2‐3 mm from the proximal‐ and distal ends of the 
blade. Cotyledons were placed upside down  in Petri dishes containing D1 medium  (4.4 g/l MS salts 
including B5 vitamins, 30 g/l glucose, 1 mg/l zeatin, 0.1 mg/l NAA, 1mg/l folic acid, 2mM MES‐KOH pH 
5.6‐5.7 and 8 g/l agar) and incubated in the culture room for 2 d. 20 ml of Agrobacterium harbouring 
the respective plasmids were grown overnight at 28 °C. Cells were collected by centrifugation (4000 
rpm, 15 min), and pellets resuspended in MSO‐KOH pH 5.6 (4.4 g/l MS salts including B5 vitamins, 20 
g/l sucrose) to an OD600 of 0.4‐0.5. 100 µM acetosyringone was added and the culture was grown for 
another 2 h at 28 °C. For transformation bacterial cultures were incubated with cotyledons for 2 h in 
the dark. After 2‐3 d of co‐cultivation on D1 medium, the cotyledons were transferred to D1 medium 
containing kanamycin (75 mg/l) and timenten (100 mg/l). Shoot regeneration was detected after 30 d 
and respective plantlets were transferred to DL medium (4.4 g/l MS salts including B5 vitamins, 20 g/l 
glucose,  0.1 mg/l  zeatin,  1 mg/l  folic  acid,  2 mM MES‐KOH  pH  5.6‐5.7  and  8g/l  agar)  for  shoot 
elongation. Well  developed  shoots were  transferred  to DR medium  (4.4  g/l MS  salts  including  B5 
vitamins, 20 g/l glucose, 2 mg/l  IBA, 1 mg/l folic acid, 2 mM MES‐KOH pH 5.6‐5.7 and 8g/l agar) for 
root induction. Rescued transformants were then transferred to soil. 
4.3.2.4 RNA isolation and RT‐PCR 
Total RNA was  extracted  from  leaf  tissues  and  the  flavedo of  fruits using  TRIzol  according  to  the 
manufacturer`s protocol  (Invitrogen). After DNA digestion with RQ1 DNase  (Promega),  first‐strand 
cDNA was synthesized using the RETROscript kit (Ambion). PCR was performed with a non‐saturating 
number of amplification cycles using the following gene‐specific primers:  
SlPPH_S    5`‐GTGTCGAATGAACAATGTACC‐3` 
SlPPH_AS  5`‐CCATTGAGAAGTCATTGATCC‐3` 
TIP41_S    5`‐GCTGCGTTTCTGGCTTAGG‐3`  
TIP41_AS   5`‐ATGGAGTTTTTGAGTCTTCTGC‐3`, control gene as published (Exposito‐Rodriguez et al., 2008) 
 
4.3.2.5 Chlorophyll extraction 
For spectrophotometric determination of chlorophyll concentrations (Strain et al., 1971), chlorophyll 
was extracted from tomato leaf tissue by homogenization in  liquid nitrogen and subsequent extrac‐
tion into 90 % (v/v) acetone, 10 % (v/v) Tris‐HCL pH 8 for 24 h at ‐20 °C. After centrifugation (2 min, 
16 000 g), the supernatant was used for analysis. 
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4.3.2.6 Analysis of recombinant SlPPH 
Recombinant SlPPH protein was expressed and cells were lysed as described (Schelbert et al., 2009). 
The assay (200 µl) consisted of 10 µl protein crude extract (~100 µg soluble protein), 15 ul phein a/b 
mixtures (1.4 mg/ml) dissolved in 100 % acetone and 175 µl 0.1 M Hepes‐KOH pH 8 containing 1 mM 
EDTA. After  incubation at 34 °C for various time periods the reaction was stopped and analysed by 
HPLC as described  (Schelbert et al., 2009). Substrate production and quantification was performed 
according (Schelbert et al., 2009). 
4.3.2.7 Protein import experiment 
[35S]‐Met‐labeled PPH was synthesized from full‐lenght SlPPH cloned  in pBluescript with the TNT T7 
Quick Coupled Transcription/Translation System  (Promega).  Intact chloroplasts of 3‐week‐old  in vi‐
tro‐grown Arabidopsis plants (ecotype Col‐0) were isolated as published (Schelbert et al., 2009). PPH 
import assays were performed as published  (Fitzpatrick and Keegstra, 2001). For each  import reac‐
tion, chloroplasts corresponding  to 16 μg chl and 7 μl of  in vitro‐translated SlPPH preprotein were 
used. Lysis of chloroplasts was performed according to Smith et al. (2002). All samples were resolved 
by SDS‐PAGE and visualized by autoradiography. 
4.3.2.8 Biocomputational methods and phylogenetic analysis 
SlPPH was identified by tblastn searches (Altschul et al., 1997) with databases of the National Centre 
for Biotechnology Information (http://www.ncbi.nlm.nih.gov) using AtPPH as query and choosing EST 
database in Solanum lycopersicum (taxid:4081) organism. Whole sequence coverage was reached by 
the  following  ESTs  (in brackets positions of  the  coding  sequence):   BW689698  (1‐483), BP887030 
(484‐830), BP881587  (831‐1237) and AW930541  (1238‐1770). Homologs of PPH were  identified by 
blastp searches at NCBI. Sequence alignment was performed by ClustalW using the program BioEdit 
(http://www.mbio.ncsu.edu/bioedit/bioedit.html).  The  phylogenetic  tree was  estimated  using  the 
maximum likelihood method (http://www.phylogeny.fr/). Protein sequences used in this work are as 
follows. GeneBank identification numbers: Arabidopsis thaliana (At): AtPPH, 15240707 (At5g13800); 
Chlamydomonas reinhardtii (Cr): CrPPH, 159490010; Micromonas pusilla (Mp): MpPPH, 226463090; 
Nicotiana tabacum (Nt): NtPPH, 156763846; Ostreococcus lucimarinus (Ol): OlPPH, 145340970; Oryza 
sativa  (Os): OsPPH, 115467988  (Os06g0354700); Ostreococcus  tauri  (Ot): OtPPH, 116000661; Phy‐
scomitrella  patens  (Pp):  PpPPH,  168018382;  Populus  trichocarpa  (Pt):  PtPPH,  224106163;  Ricinus 
communis  (Rc): RcPPH, 255545291; Vitis vinifera  (Vv): VvPPH, 225449963; Zea mays  (Zm): ZmPPH, 
226530215. 
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4.3.3 Results 
4.3.3.1 Tomato PPH expression correlates with loss of chl 
Tomato  (Solanum  lycopersicum) was used  to allow analysis of  chl breakdown  in  leaves and  fruits. 
Stages of natural leaf senescence and fruit ripening in wild type (Ailsa Craig) and a stay‐green mutant 
(green flesh) were analyzed (Figure 9A and B). The senescence status of leaves was evaluated on the 
basis of chl content (Figure 9C) whereas the fruit ripening status was evaluated by eye. While wild‐
type tomato fruits ripened to a bright red colour, tomatoes of the gf mutant ripened to a brown col‐
our due to the deficiency in chl breakdown at the onset of fruit ripening (Figure 9B). Chl content de‐
clined with senescence progression  in wild type  leaves but not  in gf where chl was retained at high 
levels  (Figure  9C).  Semi  quantitative  RT‐PCR was  performed  on  natural  senescing  leaves  and  the 
flavedo of tomato fruits. SlPPH expression was up‐regulated at the onset of  leaf senescence  in wild 
type and gf (Figure 9D). This data is in line with PPH expression analysis in Arabidopsis leaves (Schel‐
bert  et  al.,  2009).  SlPPH  expression  in  fruit  ripening  showed  a  clear  up‐regulation  starting  at  the 
breaker state (Figure 9E). PPH gene expression in fully ripe fruits was again lowered due to the finish 
of chl breakdown in this stage. Comparable results were obtained for wild type and green flesh. 
4.3.3.2 SlPPH is localized in the chloroplast 
The ortholog of tomato PPH in Arabidopsis (AtPPH) was shown to be located in the soluble fraction of 
chloroplasts (Schelbert et al. 2009). Although ChloroP prediction for an N‐terminal chloroplast transit 
peptide in SlPPH was not as clear as for the AtPPH, gene expression analysis and in vitro PPH activity 
(see below) strongly promoted chloroplast  localization of SlPPH. I performed  import experiments of 
[35S]‐Met labeled SlPPH into isolated Arabidopsis mesophyll chloroplasts. The tomato PPH was indeed 
imported  into  chloroplasts  (Figure  10).  After  thermolysin  treatment  to  digest  surface‐bound  and 
nonimported precursor, the mature PPH signal was clearly visible at 50kD. Thus, it is highly likely that 
the SlPPH is located in the chloroplast. 
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Figure 9 PPH expression is related to leaf senescence and fruit ripening of tomato. (A) Progression of natural 
senescence starting at 60 d old tomato leaves of wild type and green flesh mutant plants. Leaf tissue at differ‐
ent time points was collected from first true leaves. (B) Progression of ripening stages of tomato wild type (up‐
per) and green flesh (lower) fruits. Retention of chl in gf gives it a rusty red phenotype. Bar= 1cm. (C) Chl deg‐
radation during natural senescence of wild type and gf leaves in tomato. Data are mean values of a representa‐
tive experiment with three replicates. Error bars indicate SD. (D and E) PPH gene expression during (D) natural 
senescence of leaves and (E) fruit ripening stages of wild type and green flesh tomato. TIP41 was used as con‐
trol (Exposito‐Rodriguez et al., 2008). Expression was analyzed with nonsaturating numbers of PCR cycles. PCR 
products were separated on agarose gels and visualized with ethidium bromide. 
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Figure 10 Import of [35S]‐Met‐labeled precursor of PPH (pPPH) in Arabidopsis chloroplasts. Import proceeded 
for 15 min and mature PPH (mPPH) accumulated. After import, chloroplasts were treated with thermolysin (TL) 
to digest surface‐bound and nonimported precursor. Molecular size markers  (kDa) are  indicated at the right. 
IVT, in vitro translation product; LSU, large subunit of Rubisco; CAB, chlorophyll a/b binding protein. 
 
4.3.3.3 SlPPH shows pheophytinase activity in vitro 
The  enzymatic  activity  of  SlPPH was  examined with  a  truncated  version,  devoid  of  the  predicted 
chloroplast transit peptide (∆SlPPH), as a maltose binding protein fusion (MBP‐∆SlPPH) in E. coli. The 
recombinant protein was  expressed  in  large  amounts  and was  located  in  the  soluble  cell  fraction 
(Figure 11A). Crude soluble cell extracts were used in assays containing chlorophyll a/b and/or pheo‐
phytin a/b as possible substrates. Assay conditions were applied as described to be optimal for the 
purified AtPPH, 34 °C at a pH of 8 (see 4.2.3.2) We expected the tomato PPH to act on the Mg‐free 
pigment,  phein,  since  the AtPPH  also  displayed  this  specificity.  Indeed,  recombinant MBP‐∆SlPPH 
converted phein a/b to pheide a/b by cleaving of the lipophilic phytol chain (Figure 11B and C). The 
hydrolytic  activity  was  time‐  dependent  and  highly  specific  for  phein.  Only  small  amounts  of 
dephytylated chl (chlide a/b) were formed although chl was present in large excess in the assay mix‐
ture. In contrast, the vector control (MBP) did not act on chl or phein.  
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Figure 11 Analysis of  recombinant PPH of  tomato.  (A) Coomassie blue‐stained SDS‐PAGE gel of E.  coli  cells 
[BL21(DE3)]  expressing  an N‐terminal  truncated  version  of  SlPPH  fused  to MBP  (MBP‐∆SlPPH). A  strain  ex‐
pressing free MBP was used as control. After induction with IPTG for 3 h (I), cells were lysed, and soluble pro‐
tein (S) were isolated as described in Methods. U, cells before IPTG induction. Gel loadings are based on equal 
amounts of cell cultures at OD600= 1.5. Arrowheads  indicate position of recombinant proteins. Molecular size 
markers (kD) are  indicated at the  left. (B) HPLC analysis of assays employing soluble E. coli  lysates expressing 
MBP‐∆SlPPH with chl as major substrate. Small amounts of phein a that are present in the assay, are due to chl 
that has lost the central Mg atom. HPLC traces at A665 after 60 min of incubation at 34 °C are shown. Note that 
only  small amounts of dephytylated  chl  (chlide a/b) were  formed although  chl was present  in  large excess. 
Arrows indicate substrates and respective dephytylated products. (C) Formation of pheide a and chlide a from 
phein  or  chl  used  as  substrate  in  assays  with  MBP‐∆SlPPH  in  a  time‐  dependent  manner.  Assays  were 
performed  under  identical  conditions  and  protein  quantity was  based  on  equal  amounts  of  cell  culture  at 
OD600= 1.5. Data are mean ± SD of three independent assays. 
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4.3.3.4 SlPPH‐silencing lines 
To  study  the  role  of  PPH  during  fruit  ripening  in  tomato,  PPH  expression was  increased  and  de‐
creased, respectively, with the aim to accelerate and suppress the kinetics of chl breakdown. For this 
purpose,  tomato  cotyledons were  transformed  and  plants  regenerated  from  calli  that  harboured 
either an PPH over‐expression construct under the control of the CaMV 35S promotor (35S::SlPPH) or 
a  silencing  construct with  either  the  CaMV  35S  promotor  (35S::SlPPH_HPPIS)  or  the  fruit  specific 
2A11 promotor (2A11::SlPPH_HPPS). Levels of PPH gene expression of transgenic tomato  lines used 
for further analysis was determined by semiquantitative RT‐PCR analysis. Respective  lines displayed 
altered PPH expression compared to wild type or gf  (Figure 12). Whether respective silencing  lines 
show a brown‐fruited, stay‐green phenotype, remains to be demonstrated. This analysis is underway. 
Likewise,  transgenic  lines  harbouring  the  2A11::SlPPH_HPPlS  construct  have  at  present  not  been 
tested and are not fruiting yet. 
 
Figure 12 Analysis of transgenic tomato lines with altered PPH expression. (A) Analysis of PPH expression  in 
green leaf tissue of different transgenic tomato lines by RT‐PCR. (35S::SlPPH_HPPlS), silencing lines harbouring 
the 35S promotor;  (35S::SlPPH), overexpression  lines harbouring a  full  length SlPPH cDNA driven by  the 35S 
promoter. TIP41 was used as control (Exposito‐Rodriguez et al., 2008). Expression was analyzed with nonsatu‐
rating numbers of PCR cycles. PCR products were separated on agarose gels and visualized with ethidium bro‐
mide. Note that silencing lines harbouring the fruit‐specific promotor (2A11::SlPPH_HPPlS) are under develop‐
ment.  
 
4.3.3.5 Phylogenetic analysis and sequence alignment of PPH orthologs 
SlPPH and homologous PPH protein sequences from higher and  lower plant species were  identified 
by blastp searches as described in Methods. To investigate the relationship between these proteins, I 
performed a phylogenetic analysis on selected proteins within the blast hits. The tomato PPH clus‐
tered into a clade with PPH proteins of higher plants (Figure 13A). A sequence alignment of selected 
proteins  from  the PPH  clade of higher plants and Ostreococcus  taurii was performed by using  the 
program BioEdit  (Figure 13B). The SlPPH versus the AtPPH exhibited a protein sequence  identity of   
56 %. Except for Ostreococcus taurii, all shown PPH protein sequences contained chloroplast transit 
peptides, as predicted by ChloroP (Emanuelsson et al., 1999). A conserved domain, named PPH do‐
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main  (Schelbert  et  al.,  2009)  containing  the  proposed  active‐site  serine  residue  of  these  serine‐
esterase was present in all PPH proteins. 
 
Figure 13 Phylogenetic analysis and sequence alignment of PPH homologs. (A)  Phylogenetic tree of 13 
proteins with high similarity to SlPPH. Sequences were aligned using ClustalW and the phylogenetic tree 
estimated using the maximum likelihood method (http://www.phylogeny.fr/). Bootstrap values are shown at 
branchpoints with a cut‐off of 0.5. At, Arabidopsis thaliana; Cr, Chlamydomonas reinhardtii; Mp, Micromonas 
pusilla; Nt, Nicotiana tabacum; Ol, Ostreococcus lucimarinus; Os, Oryza sativa; Ot, Ostreococcus tauri; Pp, 
Physcomitrella patens; Pt, Populus trichocarpa; Rc, Ricinus communis; Sl, Solanum lycopersicum; Vv, Vitis 
vinifera; Zm, Zea mays. For protein accession numbers, see Methods. (B) Sequence alignment of PPH proteins 
from different species. The sequences were aligned using the BioEdit software. Black shading with white letters 
reflects identical amino acids; grey shading with black letters reflects similar amino acids, according to 
Blosum62 similarity groups. The PPH domain containing the proposed active‐site Ser residue (arrowhead) is 
underlined. 
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4.3.4 Discussion 
There are studies on Citrus fruit colour‐break demonstrating that Chlase was located in the plastid of 
ethylene‐treated fruit peel (flavedo) tissue in Citrus limon (Harpaz‐Saad et al., 2007; Azoulay Shemer 
et al. 2008). Chlase accumulation was negatively correlated with chl quantity at the cellular level. But 
these studies on Chlase of Citrus limon challenged the recently proposed new route of chl breakdown 
pathway  in  leaves which  excludes  chlorophyllases  (Schenk  et  al.,  2007;  Schelbert  et  al.,  2009).  It 
raises  the  question whether  various  tissues  evolved  different  types  of  chl  degradation,  i.e.  fruits 
comprising enzyme activities that are different from leaves. To address these questions I studied the 
impact of PPH in tomato fruit ripening, while Y. Eyal and co‐workers attempted to modulate Chlase in 
tomato. 
In this study I confirmed that PPH expression correlates with  loss of chl  in  leaf senescence and fruit 
ripening of tomato. PPH is located in the chloroplast and recombinant protein shows pheophytinase 
activity  in vitro, with  intriguing  substrate  specificity  towards  the Mg‐free pigment, phein. Whether 
silencing of PPH expression results  in a stay‐green  leaf phenotype with fruits that ripen to a brown 
colour, remains to be demonstrated. From our data we conclude that PPH most probably is involved 
in the  loss of chl during  fruit ripening beside  the reported role  in  leaf senescence  (Schelbert et al., 
2009). Thus, chl breakdown in leaves and fruits shows similarities, but whether the pathway follows 
the route by Chlase or PPH remains to be demonstrated.  
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4.4 Chl breakdown occurs by a senescence‐specific multi‐protein complex  
4.4.1 Introduction  
Identification of protein  interactions often provides  insight  into protein function, and many cellular 
processes are performed by  the  formation of both  stable or  transient protein complexes and net‐
works. For instance, complex formation has been reported for porphyrin channelling during different 
reactions of tetrapyrrole biosynthesis (Koch et al., 2004; Nogaj et al., 2005). These complexes might 
facilitate substrate channelling between different enzymes, thereby reducing the possibility that po‐
tentially dangerous intermediates will accumulate. Thus, it is highly feasible that proteins functioning 
in chl breakdown might also act  together  in protein complexes  to avoid accumulation of photody‐
namic chl catabolites which are known  to  lead  to oxidative damage upon exposure  to  light.  In  line 
with this possibility, biochemical interaction between PAO and RCCR was demonstrated in a bacterial 
two‐hybrid  screen, although attempts  to confirm  interactions using other approaches were unsuc‐
cessful (Pružinská et al., 2007). However, subcellular co‐localization of individual protein components 
would be a prerequisite for possible in vivo interactions. RCCR, PPH and SGR were demonstrated to 
localize to the stroma fraction of chloroplasts (Mach et al., 2001; Jiang et al., 2007; Ren et al., 2007; 
Schelbert et al., 2009). For many years, PAO was suggested  to be associated with  the envelope of 
gerontoplasts (Matile and Schellenberg, 1996), but recently, PAO localization was re‐addressed using 
PAO‐GFP  fusion analysis and  immunoblot analysis of chloroplast membrane  fractions. Thereby, the 
data show  that PAO  localizes  to  the  thylakoid membrane not  the envelope  (Hörtensteiner  lab, un‐
published results). NYC1 and NOL encoding chl b reductases were shown to co‐localize  in thylakoid 
membranes facing the stromal side where they act in the form of a complex (Sato et al., 2009). Fur‐
thermore,  co‐immunoprecipitation  experiments  displayed  that  rice  SGR  specifically  interacts with 
LHCII subunits in vivo (Park et al., 2007).  
In the present  investigation I attempted to define,  if  individual protein components that function  in 
chl breakdown act  together  in a multi‐protein complex and how this complex  is assembled and  lo‐
cated  in vivo. Thereby,  interaction studies were employed using the bimolecular fluorescence com‐
plementation (BiFC) technique in Arabidopsis protoplasts.  
 
 
76 
 
Multi‐protein degradation complex 
4.4.2 Materials and methods 
4.4.2.1 Plant material and growth conditions  
Arabidopsis thaliana ecotype Col‐0 was used. Plants were grown on soil in short‐day conditions 
(8h/16h) in a growth chamber with fluence rates of 100‐200 µmol photons m‐2 s‐1 at 21 °C and 60 % 
humidity. For senescence induction, detached leaves of 5‐week‐old plants were incubated on wet 
filter paper for up to 4 d in the dark.  
4.4.2.2 Cloning strategy 
Full‐length cDNA  sequences were obtained  from  the RIKEN  resource  (Seki et al., 2002). Full  length 
cDNAs  of  respective  proteins  i.e.  PPH  (At5g13800),  PAO  (At3g44880),  SGR1  (At4g22920),  RCCR 
(At4g37000),  NYC1  (At4g13250)  and  NOL  (At5g04900), were  PCR‐amplified  using  Pfu  polymerase 
(Promega) and the following primers: 
PPHfor_BspHI    5` CGTTCATGAAGATAATCTCACTGAACGTTG 3`  
PPHrev_Not   5` TAAAGCGGCCGCGCAGACTTCCCTCCAAACAC  3`  
PAOfor_BspHI    5` CGTTCATGACAGTAGTTTTACTCTCTTCTAC 3` 
PAOrev_Not      5` TAAAGCGGCCGCTCGATTTCAGAATGTACAT 3` 
SGRfor_BspHI   5` CGTTCATGAGTAGTTTGTCGGCGATTATG 3` 
SGRrev_Not     5` TAAAGCGGCCGCAGTTTCTCCGGATTTGGA  3`  
RCCRfor_BspHI   5` CGTTCATGACGATGATATTTTGCAACACTC 3`  
RCCRrev_Not  5`TAAAGCGGCCGCAGAACACCGAAAGCTTCTTT 3` 
AtNYC1_BspHI       5` CGTTCATGACTACTTTAACGAAGATTCAAG 3 `  
AtNYC1rev_Not   5` TAAAGCGGCCGCGTGCCTGGAAAAGAGCTAGG  3` 
AtNOL_BspHI       5` CGTTCATGACTACTTGGAGTGGTTTCAACG 3`  
AtNOLrev_Not   5` TAAAGCGGCCGCTCTTCAGTAACATACCTGTT 3` 
PCR  fragments  were  cloned  into  pSY728  and  pSY738,  respectively  (Bracha‐Drori  et  al.,  2004). 
Thereby, producing C‐terminal fusions of chl catabolic proteins with respectively, the N‐ and C‐termi‐
nal halves of YFPs (termed protein‐YFPn and protein‐YFPc, respectively). After verifying the inserts by 
sequencing, constructs were used for BiFC study. 
4.4.2.3 Protoplast transformation and BiFC analysis  
Arabidopsis mesophyll protoplasts were  isolated from 5‐week‐old short day‐grown plants according 
to published procedures (Endler et al., 2006). Cell numbers were quantified with a Neubauer cham‐
ber and adjusted to a density of 2 x 106 protoplasts ml‐1. Protoplasts were co‐transformed with each 
two  constructs  by  20  %  polyethylene  glycol  transformation  according  to  published  procedures 
(Meyer et al., 2006). Twenty μg plasmid of each construct was used. Transformed cells were  incu‐
bated for 12 h  in the dark at room temperature before  laser scanning confocal microscopic analysis 
(DM IRE2; Leica Microsystems). YFP fluorescence was imaged at an excitation wavelength of 512 nm, 
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and  the  emission  signal was  recovered  between  525  and  565  nm.  CP12‐YFPn  and  phosphoribulo‐
kinase  (PRK‐YFPc) constructs where used as a control  for plastid co‐localization. Both proteins par‐
ticipate  in  the Calvin cycle and were shown  to  interact  in a yeast  two‐hybrid system  (Wedel et al., 
1997).  In  vivo  interaction  using  these  constructs was  demonstrated  in  the  stroma  of  Arabidopsis 
mesophyll chloroplasts (R. Scheibe, personal communication). 
4.4.3 Results 
4.4.3.1 In vivo interaction study  
The bimolecular fluorescence complementation (BiFC) assay provides an approach for the visualiza‐
tion of protein interactions in living cells. This approach relies on the formation of a fluorescent com‐
plex by two non‐fluorescent fragments of the yellow fluorescent protein  (YFP) brought together by 
association of interacting proteins fused to these fragments (Figure 14A) (Hu et al., 2002). To enable 
BiFC analyses  in plant cells, I used a complementary set of expression vectors (pSY728 and pSY738) 
which  are  especially  designed  to  enable  protein  interaction  studies  in  transient  plant  cell 
transformation approaches (Figure 14B) (Bracha‐Drori et al., 2004). The advantage of this approach is 
that protein interaction can be visualized in the native environment of a plant cell. In my experiments 
I used mesophyll protoplasts from both green and senescent leaves of Arabidopsis. Senescent proto‐
plasts (4ddi) contained smaller and  less chloroplasts, which often  localized to one pole of the cells, 
where  in nonsenescent protoplasts (0ddi) they were more evenly distributed (Figure 14 C).  Interac‐
tion  between  proteins  of  chl  breakdown was  not detected  in  protoplasts  of  green  plant material 
(data not shown). This observation in nonsenescing cells might be explained by the absence of addi‐
tional unknown elements or structural changes which are needed for the proper complex formation. 
By contrast, protein interaction was detected in senescing chloroplasts for different combinations of 
enzymes  involved  in chl breakdown (Figure 15). All interactions found by this study were confirmed 
in  three  independent experiments. Moreover,  interaction could be shown  for different protoplasts 
within  one  experiment.  CP12  and  PRK  interaction  shown  by R.  Scheibe  and  co‐workers  (personal 
communication) could be confirmed in senscing protoplasts and was used as positive control (Figure 
15 B). By this approach, PAO and RCCR interaction which was shown in a two‐hybrid study in bacteria 
(Pružinská et al., 2007) could be confirmed  (Figure 15A). PAO and RCCR  interaction signal was par‐
tially overlapping with chl fluorescence in senescing chloroplasts. Furthermore, PAO interacted with 
SGR and PPH (Figure 15 A), whereas cells co‐transformed with PAO and functional unrelated stromal 
proteins  such  as  CP12  or  PRK,  produced  no  or  only  background  fluorescence  (data  not 
shown).Further, PPH displayed  interaction with RCCR but not with  SGR  (Figure 15B). Additionally, 
78 
 
Multi‐protein degradation complex 
NYC1 and NOL interaction as reported by Sato et al. (2009) could be confirmed (Figure 15C). A sum‐
mary of all protein interactions tested by BiFC analysis is presented in Figure 16.  
Interestingly,  the overall  interaction signal negatively correlated with  the  intensity of  the chl auto‐
fluorescence at the cellular level. For PAO‐YFPn/SGR‐YFPc (Figure 15 A) and NYC‐YFPn/NOL‐YFPc (Fig‐
ure 15 C) each two representative examples are shown, which support this negative correlation be‐
tween the protein interaction level (YFP fluorescence, line 1) and chl levels (red fluorescence, line 2). 
This  result  indicates  that chl breakdown  is not  synchronous within  the entire  thylakoid membrane 
structure but occurs successively at specific sites that exhibited chl catabolic protein interaction. 
 
 
Figure 14 Setup of the BiFC experiments using Arabidopsis mesophyll protoplasts. (A) The principle of BiFC. 
Under physiological conditions reconstitution of a fluorescent YFP molecule can only take place following inter‐
action between proteins that are fused to YN and YC fragments, from Bhat (2006) Plant methods (B) Schematic 
representation of the complementary plant‐compatible BiFC vectors used for this study. E‐E, Glu‐Glu tag; HA, 
haemaglutinin  tag;  MCS,  multiple  cloning  site;  35S,  35S  promoter  of  the  cauliflower  mosaic  virus;  NosT, 
terminator of  the Nos gene; YFPn, N‐terminal  fragment of YFP  covering amino acids  (aa) 1  to 154; YFPc, C‐
terminal fragment of YFP covering amino acids 156 to 238. (C) Arabidopsis mesophyll protoplasts used for co‐
transformation before  (0ddi) and after 4 d of dark‐induced senescence  (4ddi). Note that at 4ddi, protoplasts 
contained  chloroplasts  smaller  in  size  and  quantity.  Bright  field  images  alone  (left)  and merged  with  chl 
autofluorescence (right). 
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Figure  15  Detection  of  subcellular  localization  of  protein  complexes  by  BiFC. BiFC  visualization  of  (A) 
PAO/RCCR, PAO/SGR and PAO/PPH,  in transiently transformed Arabidopsis mesophyll protoplasts after 4 d of 
dark‐induced senescence. (B) PPH/RCCR and PRK/CP12 and (C) NYC1/NOL interactions. For some interactions, 
two representative protoplasts are shown. YFP  fluorescence  (column 1) and chl autofluorescence  (column 2) 
were examined by confocal laser scanning microscopy; column 3, merge of YFP and autofluorescence; column 
4, bright field image. Bars = 10μm.  
 
 
 
 
Figure 16 Summary of the examined protein‐protein interactions by BiFC. Hook, interaction detected by BiFC; 
red cross, no interaction detected; n.d., interaction not tested. 
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4.4.4 Discussion 
The  idea about the need to shield potentially phototoxic  intermediates of chl breakdown from  light 
excitation indicated that chl catabolic enzymes might act in complexes. For analyzing such complexes 
in living cells, several methods have been developed. Among them, the yeast two‐hybrid system has 
significantly  advanced  the  speed  and  extent  of  protein  interaction  studies. However,  this  system 
bears  intrinsic  limitations as for example systematic  ‘false‐positive’ and  ‘false‐negative’  interactions 
and, moreover,  usually  combines  protein  pairs  in  a  heterologous  environment  (Fields  and  Song, 
1989; Stephens and Banting, 2000). The most widely used approach for the visualization of protein 
interactions in living cells is fluorescence resonance energy transfer (FRET) between spectral variants 
of the green  fluorescence protein  (GFP)  fused to the associating proteins  (Chen et al., 2003). How‐
ever, to enable observation of small alterations in fluorescence emission by energy transfer intensive 
methodical training is required. By contrast, the BiFC technique bears several significant advantages 
(Hu et al., 2002).  Protein  interactions using BiFC can be visualized in the native environment of the 
plant  cell.  Several  restrictions  inherent  to  interaction  approaches  in  heterologous  systems  (e.g. 
yeast),  as  for  instance missing  plant‐specific  post‐translational  protein modifications  or  incorrect 
subcellular localization, are overcome by BiFC.  
The  present  investigation  applying  BiFC  technique  confirms  previously  described  interactions  be‐
tween PAO and RCCR (Pružinská et al., 2007) as well as between NYC1 and NOL (Sato et al., 2009). 
Moreover, the present study demonstrates the existence of a transient multi‐protein complex occur‐
ring  in senescing Arabidopsis chloroplasts. The following model  illustrates the results of this project 
(Figure 17). From these findings,  it can be assumed that a multi‐protein complex consisting of SGR, 
PAO, RCCR and PPH  formed at  sites of active  chl breakdown at  the  thylakoid membrane provides 
catabolite channelling between different enzymes of early chl breakdown reactions. Thus, green chl 
catabolites  are  only  released  from  the  complex  after  being  catabolyzed  to  linear,  fluorescing  chl 
catabolites which are no longer phototoxic for the cell. In this model the function of SGR could be the 
recruitment of catabolic enzymes to LHC complexes. Further analysis is needed to elucidate whether 
the multi‐protein complex contains further enzymes such as NYC1/NOL. So far,  interaction with the 
chl b reductase complex is not demonstrated. However, our results obtained by applying BiFC could 
be substantiated by further studies using other techniques such as a yeast two‐hybrid analysis or a in 
vivo pull down assays of mildly solubilized protein complexes. 
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Figure 17 Proposed model for chl catabolite channelling during chl breakdown. The scheme  is based on the 
findings of  this project. A putative multi‐protein complex  is composed of  four proteins, SGR, PAO, RCCR and 
PPH,  acting  at  LHC  complexes  in  the  thylakoid membrane.  A  second  complex  consisting  of NYC1  and NOL 
probably acts  independently. The route of chl breakdown  is  indicated by blue arrows and  involved enzymatic 
steps are labelled by numbers. Note that the chl catabolite intermediates formed during breakdown are either 
embedded  in  the  thylakoid  structure or  retained  in  the multi‐protein  complex until nontoxic,  linear primary 
fluorescent  chl  catabolites  (pFCCs)  are  formed.  For  PAO  and NYC1,  predicted  transmembrane  domains  are 
indicated. The white arrow indicates recruitment of the complex to LHCs through SGR. 
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4.5 The role of chlorophyllase in plant development 
4.5.1 Indroduction 
Phytol hydrolysis  is an early step of chl breakdown where  the  lipophilic phytol  residue  is  removed 
from the phorphyrin‐ring moiety to increase water solubility of further chl catabolites. It was widely 
accepted that this hydrolysis is conducted by chlorophyllase (Chlase, CLH) which was first discovered 
by Willstätter and Stoll (1913). In the past, chlorophyllase genes were cloned from different species 
such as Citrus sinensis, Chenopodium album and Arabidopsis  thaliana  (Jakob‐Wilk et al., 1999; Tsu‐
chiya et al., 1999). However, conflicting data concerning  localization  led to the suggestion of an al‐
ternative pathway of chl breakdown operating outside the plastid  (Takamiya et al., 2000), or ques‐
tioned the involvement of Chlase in chl breakdown (Hörtensteiner, 2006). Moreover, our recent work 
provided reliable evidence that the Arabidopsis CLH1 and CLH2 are not essential during dark induced 
leaf senescence  in vivo  (Schenk et al., 2007). AtCLHs displayed cytosolic  localization when  fused  to 
GFP. Additionally, clh1 and clh2 single and double knockout  lines degraded chl similar  to wild  type 
during dark  induced senescence. More  recently, we  identified an alternative hydrolase, pheophyti‐
nase  (PPH)  (Schelbert  et  al., 2009). PPH  is  a  chloroplast‐located  and  senescence‐induced  esterase 
catalyzing the hydrolysis of the ester bond of the Mg‐free chl pigment, phein, producing pheide and 
phytol. An Arabidopsis mutant  (pph1) was unable  to degrade  chl and  thus, displayed a  stay‐green 
phenotype.  In conclusion, a new  route of chl breakdown during  leaf senescence via phein and not 
chlide was proposed (Schelbert et al., 2009). Nevertheless, the new pathway involving PPH might be 
accompanied by additional minor activities that convert some chl to chlide.  
In the present study we examined the possibility of esterases other than PPH being  involved  in the 
hydrolytic step at early chl breakdown during  leaf senescence. Thereby, we  focussed on CLH1 and 
CLH2. Double and triple mutants being impaired at early reactions of chl breakdown were generated 
and  the pigment  composition of  these mutant  lines,  including a pph‐1 pao‐1  clh1‐1  triple mutant, 
was analyzed. In a further attempt AtCLH1 was mis‐localized to the chloroplast with the aim to shed 
light on the in vivo function of CLH1. 
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4.5.2 Materials and methods 
4.5.2.1 Plant material and growth conditions  
Arabidopsis thaliana ecotype Col‐0 was used as the wild type. T‐DNA  insertion  lines were  from the 
SALK  collections  (Alonso  et  al.,  2003):  pph‐1  (At5g13800),  SALK_000095;  pao‐1  (At3g44880), 
SALK_111333; clh1‐1 (At1g19670), SALK_124978. SALK lines were obtained from the European Arabi‐
dopsis Stock Center, Nottingham, UK. Homozygous plants were identified by PCR using the following 
T‐DNA‐ and gene‐specific primers:  
pph‐1  000095RP  5`‐TGTACAGGTTATCGGTGAGCC‐3` 
  000095LP   5`‐CTACCAATCCTGGACTCCTCC‐3`  
pao‐1  N14‐RP    5`‐GGCTCACCTGACGCTTGGTTA‐3`  
  N14‐LP    5`‐CGACGGTGACAATTCAAAGGG‐3` 
clh1‐1  RP2    5`‐ACGTTAAGATATGCGGATCGG‐3` 
  LP    5`‐GCATGGTTACATTCTTGTAGC‐3` 
SALK  LBb1.3    5`‐ATTTTGCCGATTTCGGAAC‐3` 
Likewise, pph‐1 pao‐1 double and pph‐1 pao‐1 clh1‐1  triple mutants were  identified by PCR. Plants 
were grown on soil in long‐day conditions in a greenhouse with fluence rates of 100 to 200 µmol pho‐
tons m–2 s–1 at 22 °C. For senescence induction, detached leaves of 4‐ to 5‐week‐old plants were incu‐
bated on wet  filter paper  for up  to 5 d  in  the dark. Primary  transformants  (T1) expressing PPHTP‐
CLH1HA under the control of the PPH promotor (see below) were grown  in ½ MS media containing 1 
% sucrose in long‐day conditions (16 h/8 h) in a culture room with fluence rates of 50 µmol photons 
m‐2 s‐1 at 23 °C.  
4.5.2.2 Ion leakage  
For ion conductivity analysis, senescence was induced in detached leaves that were incubated in the 
dark  for 2.5 d. Eight  leaf discs  (1‐cm diameter) were excised and  transferred  to 6‐well  cell  culture 
plates (Sarstedt) containing 5 ml water. After re‐exposure to light (150 µmol photons m–2 s–1) for up 
to 4 h, ion leakage from the leaf discs as a measure of cellular damage was determined by measuring 
the conductivity of the solution with a CDH‐42 conductivity meter (Omega Engineering). Finally, leaf 
discs were re‐measured after freezing and thawing in liquid nitrogen, to determine the maximal ion 
leakage of dead tissue.  
4.5.2.3 Analysis of chl catabolites 
 
For HPLC analysis of green chl catabolites  (chl, chlide, pheide, and phein),  liquid nitrogen‐homoge‐
nized tissue was extracted in 10 % (v/v) 0.2 M Tris‐HCl pH 8,  in acetone, cooled to ‐20 °C (20 ml g–1 
fresh weight), and incubated at ‐20 °C for 2 h in the dark. After removal of insoluble material by cen‐
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trifugation,  supernatants  were  analyzed  by  reversed‐phase  HPLC  as  described  (Pružinská  et  al., 
2005). Pigments were  identified by  their absorption  spectra, and comigration with authentic  stan‐
dards (Roca et al., 2004). For quantification, peak areas at A665 referring to  injected quantities were 
determined. 
4.5.2.4 AtCLH1 mistargeting gene construct 
A full‐length cDNA sequence of CLH1 was obtained from the RIKEN resource (Seki et al., 2002). A ge‐
nomic clone of PPH was available from a former cloning effort (pMDC99_ProPPH:gDNAPPH). A chimeric 
construct, consisting of the PPH promotor (1.3 kb; ProPPH), the PPH chloroplast transit peptide (TPPPH) 
and  the  CLH1  coding  sequence  including  an  HA‐tag  (CLH1HA)  was  produced  by  a  two‐step  PCR 
method. In a first PCR reaction, two overlapping PCR fragments (ProPPH:TPPPH and CLH1HA) were pro‐
duced using Pfu polymerase (Promega) and the following primers: 
at5g13800_gDNAfor  5`‐TGTGGAGGAGAGCTCCGAATTAGC‐3`  
at5g13800_gDNArev(TP)  5`‐CTCTATCGCCGCTCCACTTCGAATCACAAGTC‐3`(underlined= overlap with at1g19670_for/ATG) 
at1g19670_for/ATG  5`‐GATTCGAAGTGGAGCGGCGATAGAGGACAGTCC‐3`  
at1g19670_revHA    5`‐GTCTAGGCATAGTCTGGGACGTCATATGGATAGACGAAGATACCAGAAGCTTC‐3` (underlined 
      =HAtag) 
In a second PCR reaction, the fragments were combined to yield ProPPH:TPPPH‐CLH1HA that was  intro‐
duced by TA cloning into pCR2.1 (Invitrogen). After verification by sequencing, the chimeric fragment 
was excised with KpnI/XbaI and cloned into pHannibal containing the OCS terminator (Wesley et al., 
2001).  Subsequently,  the  chimeric  fragment  was  excised  with  SpeI  and  cloned  into  pGreen0179 
(Hellens  et  al., 2000).  The  construct was  transformed  into Agrobacterium  strain GV3101  together 
with pSOUP. Col‐0, pph‐1, pph‐1 pao‐1 and pph‐1 pao‐1 clh1‐1 mutant  lines were transformed with 
the flower dip method (Clough and Bent, 1998). Transformants were selected on hygromycin, and T1 
plants were used for further analysis. 
4.5.2.5 Protein import experiment 
A  SacI/EcoRI‐fragment  from  the  chimeric  construct  (pCR2.1_ProPPH:TPPPH‐CLH1HA) was  cloned  into 
pBluescript.  [35S]‐Met‐labeled  TPPPH‐CLH1HA was  synthesized with  the  TNT  T7 Quick  Coupled  Tran‐
scription/Translation  System  (Promega).  Intact  chloroplasts of 3‐week‐old Arabidopsis plants  (eco‐
type Col‐0) grown on ½ MS plates were  isolated as published  (Schelbert et al., 2009). PPH  import 
assays  were  performed  as  published  (Fitzpatrick  and  Keegstra,  2001).  For  each  import  reaction, 
chloroplasts corresponding to 20 μg chl and 6 μl of in vitro‐translated TPPPH‐CLH1HA preprotein were 
used. Lysis of chloroplasts and separation of stroma from membranes were done as described (Smith 
et al., 2002). All samples were resolved by SDS‐PAGE and visualized by autoradiography. 
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4.5.3 Results 
4.5.3.1 Characterization of different mutant lines in Arabidopsis  
To analyze the senescence behaviour of the double (pph‐1 pao‐1) and the triple mutant (pph‐1 pao‐1 
clh 1‐1), detached leaves of several mutant lines were incubated in permanent darkness. Under these 
conditions, pph‐1 and pao‐1 displayed a stay‐green phenotype as previously been shown (Pružinská 
et al., 2003; Park et al., 2007; Schelbert et al., 2009) (Figure 18A). Senescence progression in the wild 
type and clh1‐1  lines was evident by a progressive yellowing of  leaves (Schenk et al., 2007). The  in‐
vestigated double and triple mutants exhibited a stay‐green phenotype with no lesions formed; con‐
firming earlier data showing that light is required for lesion formation in pao‐1 mutants (Pružinská et 
al., 2005). Nevertheless, visible leaf integrity of double and triple mutant lines was much better com‐
pared to the pao‐1 single mutant (data not shown).  
To examine whether pao‐1 and respective double and triple mutants displayed a different speed  in 
cell death upon light exposure, ion conductivity analysis was performed. Detached leaves were incu‐
bated  in the dark for 2.5 d to  induce senescence. Excised  leaf discs, floated  in water, were then re‐
exposed to light for up to 4 h. Leaf discs stayed intact in wild type, pph‐1 and clh1‐1 (Figure 18B). By 
contrast, cell death was measured  in pao‐1,  the double and  the  triple mutants. Under  the applied 
conditions, pao‐1 reached entire cell death at 2 h after re‐exposure to light, while the double mutant 
displayed a slight and  the  triple mutant an even more clear delay  in cell death progression  (Figure 
18B). Pheide a content was shown to be responsible for cell death observed  in pao‐1 (Pružinská et 
al., 2005). Thereby cell death, as measured by ion leakage of leaf discs, was positively correlated with 
pheide a content. This correlation was also detected in my study (Figure 18B and C). Lines exhibiting 
no cell death such as wild type, pph‐1 and clh1‐1 did not accumulate pheide a during the course of 
senescence (Figure 18B, C and D). By contrast, pao‐1 displaying the fastest cell death progression also 
exhibited the highest pheide a content. Although pheide a content in the double and the triple mu‐
tants was moderate  at 3  and 5 d of dark  induced  senescence  (Figure 18C  and D),  cell death was 
clearly measured in senescing leaf discs (2.5 d) after 2 h of light exposure (Figure 18B) indicating that 
a relatively small amount of pheide a is inducing the maximal ion leakage.  
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Figure 18  Impact of CLH1  in  leaf  senescence.  (A) Phenotype  in  leaves of different mutant  lines after 5 d of 
dark‐induced senescence.  (B) Determination of  ion  leakage as a measure of cell death  in Col‐0 and different 
mutant lines analyzed. Before exposure to light (150 μmol m‐2 s‐1) up to 4 h, leaves were incubated in the dark 
for 2.5 d. (C) and (D) HPLC analysis of green chl catabolites during dark‐induced senescence. Amount of total 
chl catabolites, phein a and pheide a respectively found  in Col‐0 and different mutant  lines after (C) 3 d and 
after (D) 5 d of dark‐induced senescence. Data in (B) to (D) are mean values ±SD of representative experiments 
with (B) eight, (C) and (D) three replicates. 
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4.5.3.2 Analysis of chl catabolites 
Different stay‐green mutants have been shown to accumulate green intermediates of chl breakdown 
such as chlide and/or pheide as well as phein  (Roca et al., 2004; Park et al., 2007; Schelbert et al., 
2009). To  further  investigate  the  role of CLH1 during  chl breakdown, pigment  composition of  the 
pph‐1 pao‐1  clh1‐1  triple mutant  compared  to  the wild  type and  corresponding  single and double 
mutants was analyzed. Green pigments were extracted at 3 d and 5 d of dark  induced senescence 
and separated by reversed‐phase HPLC (Figure 18C and D). In order to study pigment composition of 
mutant lines which are deficient in early reactions, the chl breakdown pathway was blocked further 
downstream at the level of PAO e.g. a tight block at this level led to the accumulation of large quanti‐
ties of pheide a. Thus, pao‐1 background served as an  indicator of the  level of catabolites accumu‐
lating.  
No green  chl  catabolites were detected  in  the wild  type  (Col‐0) and  clh1‐1 where  the breakdown 
pathway is not blocked (Figure 18C and D) (Schenk et al., 2007). By contrast, pheide a content in pao‐
1 was fairly high at 3 d of dark induced senescence with no prominent increase after 5 d (Figure 18C 
and D),  indicating  that  chl  catabolite accumulation  at 3 d  is high enough  to provoke maximal  cell 
death. Thus, analysis of  catabolites at 5 d  is negligible. Surprisingly, pheide a was detected  in  the 
double and  triple mutants although at  smaller amounts compared  to pao‐1. Phein a accumulation 
was detected as expected  in all mutants being deficient  in PPH. Yet,  levels were higher  in the triple 
mutant  indicating  that CLH1 might converted  some phein a  to pheide a  in pph‐1 and pph‐1 pao‐1 
(Figure 18C and D). These findings point to a limited participation of other hydrolases, such as CLH1 
and CLH2, acting on chl and its derivatives. 
4.5.3.3 Mistargeting of CLH1 in the chloroplast 
The Arabidopsis CLH1 was previously shown to  localize to the cytosol and not being  involved  in chl 
breakdown during  leaf senescence (Schenk et al., 2007). To further emphasize the assumption that 
CLH1 is not essential for chl breakdown in vivo, CLH1 was mistargeted to the chloroplast. Thereby, a 
chimeric construct under  the control of  the PPH promoter was engineered  (Figure 19A) and  intro‐
duced into the plant expression vector pGreen0179. Arabidopsis wild type and different mutant lines 
were  transformed with  the  flower dip method.  Surprisingly,  transgenic plants harbouring  the  chi‐
meric gene construct were severely affected in growth and chl metabolism, demonstrated by a light‐
sensitive pale phenotype  (Figure 19B). The pale phenotype was already present at early  stages of 
development regardless of the genetic background most probably due to basal PPH promotor activity 
present almost throughout the entire above‐ground plant development  (Zimmermann et al. 2004). 
Transgenic plants were viable only under low light conditions and sucrose supplement. Plant growth 
was  severely  retarded with no development beyond an early  rosette  stage  (data not  shown). Yet, 
89 
 
Impact of CLHs on chl breakdown 
whether the phenotype is due to the occurrence of phototoxic chl breakdown intermediates through 
CLH1 activity or whether CLH1 expression inside the chloroplast somehow prevents chl biosynthesis 
and/or chloroplast synthesis remains to be demonstrated. In this respect, an inducible system would 
be advantageous for futher studies. 
 
 
 
 
 
Figure 19 CLH1 mistargeting to the chloroplast. (A) Chimeric gene construct used for mistargeting; full length 
cDNA of AtCLH1 without its start codon was cloned to the pGreen0179 vector, with an N‐terminally added PPH 
chloroplast targeting signal and a C‐terminally added HA taq cassette. The construct was under the control of 
the PPH promotor.  (B) Transgenic plants harbouring  the  transgene. A  light‐sensitive pale phenotype was al‐
ready present  at early  stages of development  regardless of  the  genetic background. Note  that pictures  are 
taken from a primary transformant screen. Therefore, untransformed green seedlings died whereas transgenic 
pale plants survived under hygromycin selection. Bar = 0.2 cm.  
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4.5.3.4 TPPPH‐CLH1HA is imported into the chloroplast 
We performed import experiments of [35S]‐Met labeled TPPPH‐CLH1HA into isolated Arabidopsis meso‐
phyll chloroplasts,  followed by chloroplast reisolation and subfractionation  (Figure 20). CLH1HA was 
efficiently imported into the plastids and was detected in the soluble fraction. From these results, we 
conclude  that also  in  the pale  transgenic  lines  (Figure 19) CLH1HA  is  located  inside  the chloroplast, 
most likely as a soluble protein in the stroma. 
 
 
 
Figure 20 Import of [35S]‐Met‐labeled TPPPH‐CLH1HA in Arabidopsis chloroplasts. Import proceeded for 15 min 
and mature CLH1HA (mCLH1HA) accumulated. After  import, chloroplasts were treated with thermolysin (TL) to 
digest  surface‐bound  and  nonimported  precursor.  To  determine  the  subchloroplast  CLH1HA  localization, 
chloroplasts without TL treatment were lysed and separated into stroma (S) and membrane (M) fractions. kD, 
molecular  size markers  are  indicated  at  the  right.  IVT,  in  vitro  translation  product;  LSU,  large  subunit  of 
Rubisco; CAB, chlorophyll a/b binding protein. 
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4.5.4 Discussion 
4.5.4.1 Impact of CLHs on chl breakdown in leaves 
Recent data demonstrated that dephytylation is catalyzed by PPH and not by CLHs as commonly ac‐
cepted  (Schenk et  al., 2007;  Schelbert et  al., 2009) Nevertheless,  the new pathway  involving PPH 
might be accompanied by additional minor activities that convert some chl to pheide. We aimed to 
dissect  this assumption by analyzing  the pigment composition of different mutant  lines  including a 
pph‐1 pao‐1 clh1‐1 triple mutant. The most striking observation was the detection of pheide a in the 
double  (pph‐1  pao‐1)  and  triple  (pph‐1  pao‐1  clh1‐1) mutant  lines  (Figure  18C  and  D).  Although 
pheide a quantities were much smaller compared to pao‐1, it was not expected to accumulate. How‐
ever, this data support the hypothesis that additional minor activities, such as CLH1 and CLH2, could 
convert some chl to pheide, acting directly on chl or on phein a (Figure 21). Indeed, chlorophyllases 
were shown to act on both, chl and phein  in a respective  in vitro assay (Schelbert et al., 2009). But 
this assumption  is  in  contrast with  the proposed  localization of CLHs  in  the  cytosol  (Schenk et al., 
2007). Moreover, retarded growth and affected chl metabolism  in transgenic plants harbouring the 
chimeric  gene  construct  (Figure  19B)  strongly  support  that  CLH1  has  no  physiological  role  in  the 
chloroplast in vivo. Accordingly, CLHs would not have access to early chl breakdown reactions which 
occur within  the chloroplast. Only  for CLH2, a majority of available servers  that predict subcellular 
localization of plant proteins  (Schwacke et al., 2004)  indicate a plastidial  localization  (Schenk et al., 
2007). CLH2 was shown to be constitutively expressed at a  low  level throughout  leaf development, 
unaffected  by  either  stress  or  senescence  (Tsuchiya  et  al.,  1999;  Benedetti  and  Arruda,  2002). 
Whether CLH2  is  responsible  for  the  remaining pheide a accumulation  in  the  triple mutant  (pph‐1 
pao‐1 clh1‐1) (Figure 21) or whether these findings are due to artefactual esterase activity occurring 
during tissue extraction needs to be demonstrated. A quadruple knockout line being deficient in PPH, 
PAO, CLH1 and CLH2 is under construction.  
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Figure 21 Schematic representations of possible early reactions of chl catabolism. Schematic drawing of chl 
breakdown  integrating  the  findings of  this project. Black solid arrows  indicate  the major  route of chl break‐
down as described (Schelbert et al., 2009). Dashed arrows indicate possible alternative routes of chl degrada‐
tion. Forward slashes notify sites of blockage of the pathway in mutants used for this study. Involved enzymes 
are labeled in red and intermediates formed are indicated in black and grey. CLH1 and CLH2, chlorophyllase 1 
and 2; PPH, pheophytin pheophorbide hydrolase; PAO, pheophorbide a oxygenase. 
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V Conclusion and outlook 
During my PhD,  I  studied different aspects of chl  catabolism.  I  focussed on  the phytol hydrolyzing 
activity that is an early reaction of the chl breakdown pathway during leaf senescence and fruit rip‐
ening  processes.  Additionally,  I  investigated  a  possible  degradation‐complex  consisting  of  several 
enzymes  involved  in early chl breakdown, demonstrating a possible way  to channel phototoxic chl 
intermediates through several catabolic steps.  
The  chl  breakdown  pathway  has  been  elucidated  in  recent  years  (Hörtensteiner,  2006)  and most 
catabolites and enzymes  involved  in chl breakdown were already well described when  I started my 
thesis. Nevertheless, a  re‐examination of Arabidopsis CLHs  function  revealed  that CLHs are not es‐
sential for chl breakdown and own investigations proposed PPH to catalyze phytol hydrolysis during 
leaf  senescence  in vivo  (Schenk et al., 2007; Schelbert et al., 2009). These  findings questioned  the 
long‐proposed in vivo function of CLHs and suggested a revision of the route of early reactions of chl 
breakdown. However, the degradation path involving PPH is suggested to be accompanied by limited 
participation  of other hydrolases  that  convert  some  chl  to pheide. Own  investigations on AtCLH1 
demonstrated cytosolic localization and transgenic lines harbouring a chimeric gene construct, which 
delivers  CLH1  into  the  chloroplast,  were  severely  affected  in  growth  (Figure  19)  indicating  that 
AtCLH1 most probably does not play a physiological role  in early chl breakdown that  is executed  in 
the gerontoplast. On the other hand, AtCLH1 is proposed to be involved in other instances of chl ca‐
tabolism such as during pathogen defence (Kariola et al., 2005). Thereby, AtCLH1 might be involved 
in  a  rapid detoxification of  free  chl occurring upon  tissue damage. Whether AtCLH2 or other un‐
known esterases contribute to phytol hydrolysis during leaf senescence is part of ongoing investiga‐
tions (Figure 21).  
While the majority of work on chl breakdown has focussed on  leaf senescence, a few studies were 
done on  fruit degreening. Among  them, SGR protein was  identified as being  involved  in chl break‐
down at  the onset of  fruit ripening  in different species  (Akhtar et al., 1999; Efrati et al., 2005) and 
linear chl catabolites were detected  in apples, pears and bananas (Müller et al., 2007; Moser et al., 
2008). Although a study in Citrus fruit degreening described the involvement of chlase (Azoulay She‐
mer et al., 2008) my own investigations suggest that SlPPH is involved in chl breakdown during fruit 
ripening of tomato besides the described role  in chl catabolism during  leaf senescence. These find‐
ings provide further evidence that chl breakdown in fruits follows the same route as in leaves. Never‐
theless,  further  investigations on chl breakdown‐related enzymes,  such as PAO, could,  in addition, 
substantiate the idea of the same pathway functioning in leaves and fruits. 
The  accumulation  of  free  porphyrins  during  chl metabolism  causes  cell  death  and  needs  to  be 
avoided.  In this context, we examined the possible formation of a multi‐protein complex during chl 
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breakdown.  Indeed, my  investigations  revealed  the occurrence of  a multi‐protein  complex  in  vivo 
that is formed exclusively during senescence at sites of active chl breakdown at the thylakoid mem‐
brane. Based on these results, I assume that several consecutive enzymatic steps of early chl break‐
down are assembled  in the suggested chl‐degradation super complex  (Figure 17). This would allow 
channelling of  the chl  intermediates  leading  to a safer processing of  the phototoxins and may also 
facilitate regulation of degradation. Even though my studies were performed in a native environment 
using  the BiFC  system,  additional  studies using other  techniques  such  as  yeast  two‐hybrid or pull 
down assays could substantiate my findings. 
Although chl breakdown is well understood and most enzymes and intermediates functioning in the 
pathway  are  characterized,  elucidation  of  the Mg‐removing  activity  as well  as  knowledge  on  the 
function of SGR would improve the actual understanding on early chl breakdown.  
Chl turnover at the steady state  level represents a further area for future  investigations. During the 
productive photosynthetic phase of a leaf, parts of photosystems are damaged and recycled. In addi‐
tion, plants are adapting to different light conditions by changing the size of their antennae, and this 
might also require a degradation of chl‐protein complexes. Chl biosynthesis genes are shown to keep 
basal expression  levels during chl  turnover. By contrast, no evidence has been  reported  for an  in‐
volvement of the common chl breakdown pathway in this process. Genes involved in chl breakdown 
such as SGR, PPH and PAO are marginally expressed  in green tissues and final chl breakdown prod‐
ucts (NCCs) were not detected. Taking in consideration that chl does not turn over at the same rate 
as the D1 subunit (Vavilin et al., 2005)  it  is possible that chl  is temporarily stored during PSII repair. 
Recent work from the Vermaas group has suggested, based on labeling studies for chl metabolism in 
Synechocystis  sp  PCC  6803,  that during  turnover  the phytol  tail of  chl  a is  removed  and  that  the 
tetrapyrrole headgroup  is reused  (Vavilin and Vermaas, 2007).  Interestingly, a gene with significant 
homology to CLHs is missing in Synechocystis (Vavilin and Vermaas, 2007) and PPH‐like proteins pre‐
sent in Synechocystis do not cluster into the PPH clade (Schelbert et al., 2009). Thus, the identity of 
the phytol hydrolyzing activity that is proposed to occur during chl turnover remains unknown. Fur‐
ther work will be required to analyze the fate of chl at the steady state  level and whether enzymes 
functioning in the common chl catabolism pathway are involved during chl turnover as well. 
In conclusion, chl pigments play a central role in absorbing light energy that is converted to chemical 
energy during photosynthesis, a process that is fundamental for life on earth. Yet, chl metabolism has 
to be highly coordinated to allow a safe processing of potentially phototoxic  intermediates through 
several enzymatic steps. Here  I show that this occurs during chl breakdown and  it can be expected 
that similar complexes combined with metabolic channelling occur in chl biosynthesis. 
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